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3D   dreidimensional 
%   Prozent 
π   Pi 
Abb.   Abbildung 
AC   Artikuläre Chondrozyten 
ALP   Alkalische Phosphatase 
AM   Adipogenes Medium 
A2P   Ascorbinsäure-2-Phosphat 
Aqua dest.  destilliertes Wasser 
BICP   5-Brom-4-chlor-3-indoxylphosphat 
BMP   Knochenmorphologisches Protein (bone morphogenetic protein) 
BSA   Bovines Serumalbumin 
MV/TV   Mineralisationsvolumen/Totalvolumen 
bzw.    beziehungsweise 
ca.   circa 
CHO   Chondrogenes Medium 
CHO-Exp.  Chondrozyten-Expansionsmedium 
CHO + β-G  Chondrogenes Medium mit beta-Glycerolphosphat 
CO2   Kohlenstoffdioxid 
DI-Wasser  deionisiertes Wasser 
DMEM   Dulbecco´s modified Eagle Medium 
DMSO   Dimethylsulfoxid 
EDTA   Ethylendiamintetraessigsäure 
ES-Medium  Expansions-Medium/Embryonales Stammzellmedium 
et al.   et alii 
EZM   Extrazellularmatrix 
F   Fibrin 
FCS   Fetales Kälberserum/ Fetal calf serum 
FDA   Fluorescein-Diacetat 
FGF   Fibroblasten-Wachstumsfaktoren (fibroblast growth factor) 
°C   Grad Celsius 
g   Erdanziehung (gravity) 
g   Gramm 
GAG   Glykosaminoglykan 
hAC   humane artikuläre Chondrozyten 
H.E.-Färbung  Hämatoxylin-Eosin-Färbung 
HCl   Salzsäure 
HM   Hypertrophes Medium 
HM6   Heparin-Maleimid (Komponente des starPEG/Heparin) 
hMSC   humane Mesenchymale Vorläuferzellen 
ICRS   International Cartilage Regeneration and Joint Preservation Society 




i.p.   intra peritoneal 
IL   Interleukin 
inkl.   inclusive 
IPF   Leibnitz-Institut für Polymerforschung 
ITS   Insulin-Transferrin-Selenit 
KK   Konventionelle Kultur 
M   Mol 
min   Minuten 
ml   Milliliter 
mm   Millimeter 
mM   Millimol 
MMP   Matrixmetalloproteinase 
MSC   Mesenchymale Vorläuferzellen (mesenchymal stromal cells) 
MV   Mineralisationsvolumen 
MV/TV   Mineralisationsgrad (Mineralisationsvolumen/Gesamtvolumen) 
µCT   Mikro-Computertomograph 
µl   Mikroliter 
N   Normal 
NaCl   Natriumchlorid 
NBT   Nitroblautetrazoliumchlorid 
NEAA   Nicht-essentielle Aminosäuren 
ng   Nanogramm 
nM   Nanomol 
O2   Sauerstoff 
OM   Osteogenes Medium 
OM + FCS  Osteogenes Medium mit Fetalem Kälberserum 
OM – FCS  Osteogenes Medium ohne Fetales Kälberserum 
OP   Operation 
P0   Passage 0 (Zahl je nach Passage-Nummer) 
pAC   porzine Artikuläre Chondrozyten 
PBS   Phosphat-gepufferte Salzlösung (phosphate buffered saline) 
PEG   Polyethylenglycol 
PEMA   Polyethylen-alt-maleinsäureanhydrid 
PFA   Paraformaldehyd 
pH   pH-Wert, negativer dekadischer Logarithmus der H3O+-Ionen-Konzentration 
PI   Propidium Iodid 
pl   Pikoliter 
pMSC   porzine Mesenchymale Vorläuferzellen 
PTHrP   Parathormon verwandtes Protein (parathyroid hormone-related protein) 
rel. LF   relative Luftfeuchte 
RKI   Robert-Koch-Institut 
rpm   Umdrehung pro Minute (rounds per minute) 




Sek.   Sekunde 
s.c.   subkutan 
SCID   schwerer kombinierter Immundefekt (severe combined immunodeficiency) 
SH   Thiol-Linker 
starPEG/Heparin sternförmiges Polyethylenglykol/Heparin 
TBS   Tris-gepufferte Salzlösung (Tris buffered saline) 
TGF-β1  Transformierender Wachstumsfaktor beta 1 
(transforming growth factor beta 1) 
T.E.   Tissue Engineering 
Tris   Tris(hydroxymethyl)-aminomethan 
TV   Gesamtvolumen (Total volume) 
TWK   Transwell-Kultur 
TW-Inserts  Transwell-Inserts 
U   Einheiten (Unit) 
UV   Ultraviolett 





Knorpelgewebe übernimmt wichtige Funktionen im Bewegungsapparat von Mensch und Tier. In 
Form von hyalinen Knorpel überzieht es die Gelenkflächen und gewährleistet in Zusammenarbeit 
mit anderen Strukturen eine störungsfreie Bewegung und das Abfangen einwirkender mechanischer 
Belastungen. Problematisch dabei ist, dass sich Knorpelgewebe durch seine Avaskularität 
hinsichtlich der Reparatur anders verhält als andere Gewebearten (HUEY et al. 2012). So kommt es 
nach Verletzungen, wie sie durch starke Überbelastung (z.B. Sport, Übergewicht), altersbedingte 
Degeneration oder genetische Fehlstellungen entstehen, nicht zum Einwandern von 
Entzündungszellen und den nachfolgenden Regenerationsprozessen (MANKIN 1982). Einzig durch 
eine Neusynthese von Extrazellularmatrix (EZM) der umliegenden Chondrozyten können kleinere 
Defekte bis 3 mm selbstständig heilen (CONVERY et al. 1972, IMHOF et al. 1999). Größere Defekte 
führen zu weiteren Schädigungen des Knorpels (AYDELOTTE et al. 1992). Dadurch können 
Aufgaben wie Stoßdämpfung, Druckverteilung und Gleiten der Gelenkflächen nicht mehr 
ausreichend übernommen werden, wodurch es zur Schädigung des umliegenden Gewebes und 
zum Funktionsverlust des Gelenks kommt (UMLAUF et al. 2010). Durch Fortschreiten dieser 
Prozesse kommt es schlussendlich zur Ausbildung einer Arthrose (Osteoarthrose, OA). Diese führt, 
neben der bestehenden Funktionsstörung des betroffenen Gelenks, auch zu Schmerzen, was die 
Lebensqualität erheblich senkt. Da Arthrose die häufigste Gelenkerkrankung beim Menschen 
weltweit ist und inzwischen auch bei Tieren, wie Hunden und Sportpferden, therapeutische Relevanz 
erreicht hat, ist eine vorbeugende Therapie sinnvoll (JOHNSON et al. 1994, TODHUNTER et al. 
1996, ARDEN und NEVITT 2006). Dabei stellt die Therapie von Knorpeldefekten einen wichtigen 
Ansatzpunkt dar. Auch das Robert-Koch-Institut beschreibt, dass die Verhinderung von 
Knorpelabbauprozessen das primäre Ziel jeder Arthrosetherapie sein sollte (RKI 2013). 
Die aktuell angewendeten Therapiemöglichkeiten von Knorpeldefekten sind vielfältig. Allerdings 
kann durch diese Techniken das hyaline Gewebe nicht vollständig regeneriert werden. Bei den 
markstimulierenden Methoden, wie der Mikrofrakturierung, kommt es lediglich zu einer Reparatur 
der Defekte. Das dabei entstehende Gewebe besitzt allerdings nur unzureichende biomechanische 
Eigenschaften und kann wiederum zu Problemen führen (FURUKAWA et al. 1980, SHAPIRO et al. 
1993, JACKSON et al. 2001). Andere Methoden zielen daher auf den Ersatz durch autologe 
Transplantation osteochondralen Gewebes, wie bei der Mosaikplastik. Dieses führt aber zur 
Generierung von Knorpeldefekten in anderen Bereichen des Gelenks. Auch bei der Autologen 
Chondrozytentransplantation (ACT) muss dem Patienten gesundes Knorpelgewebe entnommen 
werden, um die Chondrozyten in vitro entsprechend expandieren zu können. 
Ein vielversprechender neuer Ansatz zur Therapie von Knorpeldefekten ist das Tissue Engineering 
(T.E.), welches darauf hin zielt in vitro ein Gewebe herzustellen, das in Aufbau und Funktion dem 
nativen hyalinen Knorpel so ähnlich wie möglich ist. Diese Technik ist weniger invasiv, befindet sich 
aber momentan noch in der Entwicklung und muss weiter optimiert werden. Bisherige Ergebnisse 
zeigten, dass hinsichtlich der Qualität der hyalinen EZM, des zonalen Aufbaus oder der Integration 
der Konstrukte in den Knorpeldefekt noch Probleme bestehen (MORIYA et al. 2007, BRUN et al. 
2008, LAPRADE et al. 2008).  
Besondere Bedeutung beim zonalen Knorpel-T.E. hat die Grenzschicht zwischen Knorpel und 
Knochen. Diese mineralisierte Knorpelzone (Mineralisationszone) ist wichtig für die Verbindung 
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zwischen dem relativ weichen Knorpel- und dem harten Knochengewebe. Dabei überträgt es die 
einwirkenden mechanischen Kräfte optimal ohne dass sich die beiden Gewebe voneinander trennen 
(HOEMANN et al. 2012). So konnte bereits gezeigt werden, dass eine Zone aus mineralisierten 
Knorpel sowohl die mechanischen Eigenschaften als auch die Integration von T.E.-Konstrukten im 
Knorpelvollschichtdefekt, bzw. bei osteochondralen Konstrukten auf einem Substrat, verbessert 
(KANDEL et al. 2006, ALLAN et al. 2007, ST-PIERRE et al. 2012). Allerdings stellten dabei die 
Begrenzung der Mineralisation auf die untere Zone eines solchen Konstruktes sowie die 
Formstabilität einzelner Zonen oder des gesamten T.E.-Konstrukts bisher große Probleme dar 
(SHEEHY et al. 2013, NG et al. 2017).  
Zur Herstellung von T.E.-Konstrukten für die Therapie von Knorpeldefekten eignen sich Hydrogele, 
aufgrund dessen, dass sie direkt in den Defekt gegossen werden können, besonders gut. Hierbei ist 
das synthetische starPEG/Heparin-Hydrogel besonders attraktiv, da es bereits im Knorpel-TE 
angewendet wird, nachweislich geeignet für die Kultivierung von humanen artikulären Chondrozyten 
(hACs) bzw. humanen MSC (hMSC), bio-abbaubar und druckbar ist (WEST und HUBBELL 1999, 
BRYANT und ANSETH 2003, LUTOLF et al. 2003, PARK et al. 2004, KIM et al. 2011, HESSE et al. 
2018). Des Weiteren wird vermutet, dass durch die im starPEG/Heparin vorhandenen 
hochsulfatierten Glycosaminglykane (GAGs) ein molekularer Filter entsteht, der Kalzium bindet, 
welches somit nicht mehr für die Bildung von Hydroxylapatit und damit für die Mineralisation zur 
Verfügung steht (CUERVO et al. 1973, HUNTER et al. 1985). Dies wäre für die lokale Begrenzung 
der Mineralisation in einem zonalen Hydrogel vorteilhaft. Aber auch das natürliche Biomaterial Fibrin 
hat vorteilhafte Eigenschaften für das Knorpel-T.E. Die Bestandteile für dessen Herstellung, 
Fibrinogen und Thrombin, können aus dem Blut des Patienten gewonnen werden. So kann 
zusammen mit den, vom Patienten gewonnenen, Zellen ein vollständig autologes Konstrukt 
generiert werden. Des Weiteren wurde bereits gezeigt, dass Fibrin-Hydrogel die chondrogene 
Differenzierung sowohl von Chondrozyten als auch von MCS ermöglicht (HOMMINGA et al. 1993, 
DICKHUT et al. 2008). 
Ebenfalls wichtig für die Ausbildung der zonenspezifischen Eigenschaften eines zonalen 
Knorpelkonstrukts sind die verwendeten Zellen. Hierbei bieten sich artikuläre Chondrozyten zur 
Herstellung einer oberen hyalinknorpeligen Zone an, da diese eine proteoglykanreiche Matrix 
produzieren, die nicht mineralisiert. Für die Herstellung einer unteren mineralisierten Zone hingegen 
scheinen Mesenchymale Vorläuferzellen (MSC) am besten geeignet, da diese in vitro und in vivo 
nachweislich eine enchondrale Differenzierung durchlaufen (PELTTARI et al. 2006, MUELLER und 
TUAN 2008, DICKHUT et al. 2009). 
Trotz umfangreicher Studien im Bereich des Knorpel-T.E. konnte bisher kein formstabiles zonales 
Knorpelersatzgewebe hergestellt werden, bei dem die Mineralisation auf die untere Zone begrenzt 
blieb und sich kein Knochengewebe gebildet hat. Dies ist allerdings von großem Interesse für die 





Knorpelgewebe gehört zu den Binde- und Stützgeweben. Durch seine Flexibilität und Druckfestigkeit 
erfüllt der Knorpel Funktionen wie Formgebung, Stoßdämpfung, Druckverteilung, ist wichtig für das 
Gleiten der Gelenkflächen von echten Gelenken (Diarthrosen) aufeinander und dient der Verbindung 
zwischen anderen Geweben (z.B. Knochen und Bändern). Außerdem spielt das Knorpelgewebe 
eine wichtige Rolle als Vorläufer während der embryonalen Entwicklung des Skelettsystems. 
Der Knorpel besteht aus Knorpelzellen (Chondrozyten) und der durch sie produzierten EZM. Durch 
die unterschiedliche Zusammensetzung dieser Matrix sowie der Knorpelzelldichte lassen sich 3 
Knorpelformen unterscheiden: hyaliner, elastischer und Faserknorpel. Knorpelgewebe ist nicht 
vaskularisiert und nicht neuronal oder lymphatisch versorgt. Es wird, ausgenommen vom artikulären 
Knorpel, vom Perichondrium begrenzt, welches aus zwei Schichten besteht. Direkt am Knorpel 
angrenzend liegt das Stratum cellulare in dem sich neben Kollagenfasern auch Mesenchymzellen 
und Fibroblasten befinden. Im darauffolgendem Stratum fibrosum befinden sich nur geflechtartig 
angeordnete Kollagenfasern (SEEGER et al. 2010). 
2.1.1 Histogenese von Knorpelgewebe 
Die embryonale Entwicklung von Knorpelgewebe ist eng mit der des Knochengewebes verbunden. 
Beides zählt zu den Stützgeweben, welche hauptsächlich aus dem Mesoderm (mittleres Keimblatt) 
entstehen. Aus diesem entwickeln sich undifferenzierte Mesenchymzellen, welche sich verdichten 
und das sogenannte Primordialskelett bilden (FELL 1925). 
Die enthaltenen Zellen produzieren extrazelluläre Matrix und entfernen sich so voneinander. Diese 
Matrix enthält vor allem Kollagen Typ I und III, Hyaluronan, Tenascin und Fibronectin 
(LINSENMAYER et al. 1973a, LINSENMAYER et al. 1973b, DESSAU et al. 1980, KNUDSON und 
TOOLE 1985, MACKIE et al. 1987, KULYK et al. 1989). Durch den Einfluss von TGF-β 
(Transforming Growth Factor β) kommt es zu einer erhöhten Produktion der an der Verdichtung 
beteiligten Extrazellularproteine. Die Mesenchymzellen differenzieren sich weiter über 
Prächondrozyten zu Chondroblasten die zusammen mit der noch gering ausgebildeten EZM den 
Vorknorpel darstellen. Einen wichtigen Einfluss sowohl auf die Zellkondensation, als auch auf die 
Differenzierung der Vorläuferzellen hin zu Chondroblasten haben die Knochen-
Morphogenesefaktoren (Bone Morphogenic Factors, BMPs) (HALL und MIYAKE 2000, YOON und 
LYONS 2004, YOON et al. 2005). Durch die fortschreitende Differenzierung produzieren die Zellen 
eine EZM die reich an Kollagen Typ II, Kollagen Typ IX und XI, Aggrecan und Link-Protein 
(Bindungsprotein) (KOSHER et al. 1986, STIRPE und GOETINCK 1989, KULYK et al. 1991, 
SWIDERSKI und SOLURSH 1992). Die Produktion von Kollagen Typ I und Fibronektin geht 
während der fortschreitenden Differenzierung zurück (EDE 1983). Die Chondroblasten sind runder 
und größer als die Mesenchymzellen, aus denen sie sich entwickelt haben. Anschließend 
differenzieren sie sich weiter zu Chondrozyten, welche im Laufe der Entwicklung flacher werden und 
sich säulenartig anordnen (prähypertropher Phänotyp). Diese Chondrozyten differenzieren nun 
terminal. D.h. sie werden hypertroph und produzieren eine Matrix reich an Kollagen Typ X, während 
die Kollagen Typ II-Produktion stetig abnimmt. In das hypertrophe Knorpelgewebe sprießen nun 
Blutgefäße aus dem Perichondrium ein. Durch die Vaskularisierung gelangen Osteoklasten in den 
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Knorpel und beginnen das Gewebe umzubauen. Gleichzeitig wird durch ebenfalls einwandernde 
Osteoblasten Knochengewebe gebildet. Diesen Vorgang der Knochenentwicklung aus 
Knorpelgewebe wird als enchondrale Ossifikation bezeichnet (BRUDER et al. 1994). So entstehen 
die Knochen der Wirbelsäule, des Beckens und der Gliedmaßen. An der Oberfläche des skelettalen 
Vorläufergewebes entwickelt sich das Perichondrium mit darin enthaltenen Chondroblasten. Diese 
sind für das appositionelle Knorpelwachstum verantwortlich. 
An den Gelenkflächen entwickelt sich dagegen Knorpelgewebe. Durch fortschreitende Produktion 
von EZM und mitotische Teilung der Zellen wächst das Gewebe. Diese Art des Wachstums wird als 
interstitielles Wachstum bezeichnet und findet nur in der frühen Entwicklungsphase des Knorpels 
statt. Durch die immer weiter fortschreitende Matrixproduktion entfernen sich die Knorpelzellen 
immer mehr voneinander und liegen dann einzeln oder, durch weitere mitotische Teilung, in Gruppen 
vor. Nach vollständiger Differenzierung teilen sich die Knorpelzellen nicht mehr (KUETTNER 1992, 
MUIR 1995). Sie werden nun als Chondrozyten bezeichnet. Aus dem Vorknorpel ist nun reifer 
Knorpel entstanden. 
2.1.2 Aufbau des Knorpelgewebes 
2.1.2.1 Knorpelzelle (Chondrozyten) 
Die Zellen im Knorpelgewebe werden als Chondrozyten bezeichnet. Die Zellen mit dem 
charakteristischen spheroidalen Phänotyp produzieren Matrixkomponenten und sind unbeweglich in 
dieser eingebettet (STOCKWELL 1978). Sie machen lediglich 1-2 % des gesamten 
Knorpelvolumens aus (STOCKWELL 1978). Die Chondrozyten sind einzeln oder in Gruppen von 
wenigen Zellen im Knorpelgewebe zu finden. Diese Gruppen nennt man isogene Zellgruppen. Sie 
entstehen durch die Teilung einer Mutterzelle. Als Knorpelhof wird die Matrix in unmittelbarer 
Umgebung der Chondrozyten bzw. der isogenen Gruppen bezeichnet. Die isogenen Gruppen und 
der Knorpelhof bilden zusammen das Knorpelterritorium (Chondron). Die zwischen den Chondronen 
gelegene EZM wird Interterritorium genannt und beinhaltet keine Chondrozyten. Im Gegensatz zum 
Knorpelhof enthält das Interterritorium nur wenig sulfatierte Glykosaminoglykane. Die Chondrozyten 
liegen in Knorpelzellhöhlen in der Matrix deren direkter Kontaktbereich mit den Zellen als 
Knorpelkapsel bezeichnet wird. Da Knorpelgewebe nicht vaskularisiert ist, erfolgt die Versorgung 
der Chondrozyten über Diffusion von Nährstoffen vom Perichondrium bzw. aus der 
Synovialflüssigkeit durch die Knorpelmatrix hindurch (WELSCH 2006). Der Stoffwechsel der Zellen 
ist vorrangig anaerob (STOCKWELL 1978). 
2.1.2.2 Extrazellularmatrix 
Die EZM des Knorpels stellt 98 % des gesamten Gewebes dar (STOCKWELL 1978). Sie besteht 
bis zu 70 % aus Wasser und aus Matrixmolekülen, die sich wiederum in fibrilläre und nicht-fibrilläre 
Bestandteilen einteilen lassen. Die Matrixbestandteile werden durch die Chondrozyten gebildet und 
sezerniert. 
Den größten Anteil an nicht-fibrillären Molekülen stellen Proteoglykane und Hyaluronsäure dar, 
welche für die hohe Wasserbindung und der damit einhergehenden Elastizität und Stabilität des 
Knorpels verantwortlich sind (KEMPSON 1980). Das Proteoglykan Aggrecan, besteht aus einem 
sogenannten Kernprotein (core protein) an dem unterschiedlich viele Moleküle Glucosaminoglycane 
(Chondroitinsulfat, Keratansulfat, Heparansulfat) und Oligosaccharide kovalent gebunden sind 
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(HEINEGÅRD und AXELSSON 1977). Die Aggrekanmoleküle wiederum sind mit einem Ende nicht-
kovalent mit der Hyaluronsäure gebunden. Diese Bindung wird durch ein sogenanntes 
Bindungsprotein (link-protein) gefestigt (BAYLISS et al. 1983). Ebenfalls zu den nicht-fibrillären 
Komponenten zählen kleinere Proteoglykane wie Syndecan, Glypican, Decorin, Biglycan, 
Fibromodulin, Lumican, Epiphycan, Perlecan sowie Knorpelmatrixproteine und noch unbekannte 
Bestandteile (KNUDSON und KNUDSON 2001, AIGNER und STOVE 2003). 
Die Kollagene stellen die fibrillären Bestandteile dar. Dabei finden sich im Knorpelgewebe 
Kollagenfasern vom Typ I, II, V, VI, IX, X und XI (BURGESON et al. 1982). Die Zusammensetzung 
der unterschiedlichen Kollagentypen wie auch der gesamten Matrix variiert je nach Knorpelart. Auch 
bezogen auf Spezies, Alter und Region innerhalb eines Knorpelgewebes sind Unterschiede 
feststellbar (DIJKGRAAF et al. 1995). Die verschiedenen Kollagenfasertypen bilden miteinander ein 
dreidimensionales Netz (RUGGIERO et al. 1993). Wobei die in geringeren Anteilen vorhandenen 
Kollagene hauptsächlich der Stabilisierung dieses Netzes dienen (SOPHIA FOX et al. 2009). Alle 
Kollagentypen bestehen aus 3 Polypeptidketten die sich in der Länge und der Aminosäuresequenz 
unterscheiden. Dabei besteht Kollagen II und X aus je 3 identischen Ketten (Homotrimere) und 
Kollagen VI, IX und XI aus verschiedenen Ketten (Heterotrimere) (GELSE et al. 2003). Die 
Tripelhelixstruktur entsteht durch eine Dreiersequenz der Aminosäuren Glycin, Prolin und 
Hydroxyprolin. Diese Trippelhelixstruktur ist wichtig für die Stabilität der Matrix (MAROUDAS 1979). 
Durch Anlagerung mehrerer Kollagenfasern entstehen die Kollagenfibrillen. Innerhalb der 
Kollagenmoleküle beträgt der Gehalt an Glycin 33,5 %, der an Prolin 12 % und der an Hydroxyprolin 
10 % der gesamten Aminosäuren (PETRIDES et al. 1990). Abbildung 2.1 zeigt die schematische 




Abbildung 2.1 Schematische Darstellung der Knorpelmatrix. Darstellung von Kollagenfasern und 
Aggrecan als wichtige Bestandteile der Knorpelmatrix. Das Aggrecan besteht aus Proteoglykanen, 
die über Verbindungsproteine (Linker-Proteine) an Hyaluronsäurefäden gebunden sind (modifiziert 
nach (RUDERT und WIRTH 1998). 
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2.1.3 Arten von Knorpelgewebe 
2.1.3.1 Hyaliner Knorpel (Artikulärer Knorpel) 
Hyaliner Knorpel ist die häufigste vorkommende Knorpelart im Körper. Man findet ihn als 
Gelenkknorpel, Rippenknorpel, in einigen Kehlkopfknorpeln und in Knorpeln der Atemwege. Die 
Hauptaufgaben des hyalinen Knorpels sind die Bereitstellung einer glatten und gleitenden 
Oberfläche zur Beweglichkeit von Gelenken sowie die Abfederung von Kompressions-, Zug- und 
Scherkräften. Gesunder hyaliner Knorpel kann in verschiedene Zonen eingeteilt werden, die sich 
hinsichtlich der Zellmorphologie, Zellanordnung und Matrixzusammensetzung unterscheiden. Die 
einzelnen Zonen sind in Abbildung 2.2 dargestellt. 
Mit 10-20 % der Knorpeldicke stellt die Oberflächenzone (superfiziale Zone) die dünnste Zone dar. 
Ihre Funktion besteht darin die Druck-, Scher und Zugkräfte, welche auf den Gelenkknorpel 
einwirken, abzufangen. Außerdem bildet sie zum Gelenkspalt hin eine glatte Oberfläche, welche 
zusammen mit der Synovialflüssigkeit eine reibungslose Bewegung der Gelenke gewährleistet 
(SOPHIA FOX et al. 2009). Die Zellen in dieser Zone sind relativ flach und zahlreicher als in den 
tieferen Zonen (THONAR et al. 1999). In der EZM finden sich hier vornehmlich Kollagene vom Typ 
II und IX, welche dicht gepackt sind und parallel zur Oberfläche verlaufen (CLARKE 1971, SOPHIA 
FOX et al. 2009). Dadurch können einwirkende mechanische Kräfte optimal verteilt werden 
(BROOM und MARRA 1985, PUTZ und FISCHER 1992). Der Kollagengehalt ist in der 
Oberflächenzone am höchsten, der Proteoglykangehalt dagegen am niedrigsten (MUIR et al. 1970, 
POOLE 1997). 
Die Übergangs- oder Transitionalzone stellt 40-60 % des Knorpels dar (SOPHIA FOX et al. 2009). 
Die in ihr enthaltenen Zellen sind in kleinen Gruppen angeordnet und weisen eine eher runde Form 
auf. Die Kollagenfasern verlaufen hier schräg bzw. ungeordnet und sind dicker als in der 
Oberflächlichenzone (POOLE et al. 1987, THONAR et al. 1999, AP GWYNN et al. 2000). Während 
die Proteoglykankonzentration in dieser Zone steigt, sinkt die Kollagenfaserkonzentration (MUIR et 
al. 1970, MAROUDAS 1976, POOLE 1997). Dies bringt eine wachsende Drucksteife und sinkende 
Zugfestigkeit mit sich (BROOM 1986, SAXENA et al. 1991). 
Die radiäre Zone oder tiefe Zone stellt durch ihren relativ hohen Gehalt an Proteoglykanen den 
größten Schutz vor Druckkräften dar, obwohl sie nur 30 % des Knorpelvolumens ausmacht (BROOM 
und POOLE 1983, SOPHIA FOX et al. 2009). Die Kollagenfasern sowie die in Säulen angeordneten 
runden Zellen verlaufen hier orthogonal zur Oberfläche (THONAR et al. 1999, HUNZIKER 2002). 
Die Zelldichte ist in dieser Zone am geringsten (MITROVIC et al. 1983). Auch der Widerstand gegen 
Zugkräfte ist, durch den relativ geringen Kollagengehalt, hier am geringsten (ROBERTS et al. 1986). 
Die radiäre Zone wird durch die undulierende sogenannte Tidemark von der kalzifizierten 
Knorpelzone getrennt. Bisher ist nicht geklärt wie die Tidemark entsteht, wie genau sie 
zusammengesetzt ist oder ob sie vielleicht nur artifiziell durch Fixierungstechniken erkennbar ist 
(REDLER et al. 1975).  
Die unterste Schicht des hyalinen Knorpels ist die Mineralisationszone (kalzifizierter Knorpel), die 
direkt an den subchondralen Knochen grenzt. Sie ist gekennzeichnet durch einen hypertrophen 
Phänotyp der Chondrozyten und Kollagenfasern von Typ X (BUCKWALTER und MANKIN 1998b). 
Die Zellen liegen einzeln vor und befinden sich in nicht-mineralisierten Lakunen (BRIGHTON 1984, 
POOLE 1997). Die EZM ist kalzifiziert und der Proteoglykangehalt niedrig. Die Mineralisationszone 
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des Knorpels ist zahnartig mit dem subchondralen Knochen verbunden. Diese Eigenschaften dienen 
der Übertragung von Kräften und sorgen für eine stabile Verbindung zwischen Knorpel und Knochen 
(OEGEMA et al. 1997). 
Die EZM des hyalinen Knorpels unterscheidet sich von der des elastischen oder Faserknorpels. Mit 
bis zu ca. 90 % stellt das Kollagen vom Typ II den größten Anteil an Kollagenen dar (BUCKWALTER 
und MANKIN 1997). Daneben finden sich aber auch in geringen Mengen Kollagene vom Typ III, VI, 
IX, X, XI, XII und XIV (BURGESON et al. 1982, POOLE et al. 2001, EYRE et al. 2002). Diese dienen 
hauptsächlich der Vernetzung der Kollagen-Typ II-Moleküle. In der territorialen Matrix der 
kalzifizierten Knorpelzone und im hypertrophen Knorpel findet sich auch Kollagen vom Typ X 
(MAYNE 1989, TRIPPEL 1990, GREGORY et al. 2001). Es bindet Kalzium-Ionen und fördert somit 
wahrscheinlich die Kalkeinlagerung im Knorpelgewebe (KIRSCH und VON DER MARK 1991). Die 
Verteilung von Proteoglykanen, Kollagen Typ II und X sowie Kalzium und Alkalischer Phosphatase 
über die Zonen des hyalinen Knorpels ist in Abbildung 2.3 dargestellt. 
 
 
Abbildung 2.2 Darstellung der Zonen des hyalinen Gelenkknorpels. Schematische Darstellung 
und mikroskopisches Bild des hyalinen Gelenkknorpels mit Einteilung der verschiedenen Zonen 






Abbildung 2.3 Verteilung der Bestandteile der EZM im hyalinen Knorpel. Knorpel aus dem 
Kniegelenk eines ca. 6 Monate alten Hausschweins wurde mittels einer Biopsiestanze entnommen 
und histologisch auf Proteoglykane (A), Kollagen Typ II (B), ALP (C), Kollagen Typ X (D) und Kalzium 
(E) gefärbt. Erkennbar ist die Verteilung der nachgewiesenen Matrixbestandteile innerhalb des 
hyalinen, nicht mineralisierten (○) und des mineralisierten Knorpelabschnitts (●). 
2.1.3.2 Elastischer Knorpel 
Elastischen Knorpel findet man in der Ohrmuschel, der Tuba auditiva, der Epiglottis, im Kehlkopf 
und in Bronchialknorpeln (WELSCH 2006). Er ist durch seine starke Elastizität und Biegsamkeit 
geprägt. Diese Eigenschaft wird durch zusätzliche elastische Fasern in der EZM verursacht, 
bestehend aus Elastin und Fibrillin, wodurch eine typisch gelbliche Färbung entsteht. Die elastischen 
Fasern bilden ein ausgedehntes Netz welches mit dem Perichondrium verbunden ist. Auch hier 
liegen die Kollagene maskiert in der EZM vor. Im Gegensatz zum hyalinen Knorpel lagert der 
elastische Knorpel kein Mineral in die EZM ein. Die Zelldichte im elastischen Knorpel ist sehr hoch. 
Die Chondrone sind dagegen kleiner als im hyalinen Knorpel und bestehen aus einer oder wenigen, 
aufgereihten Zellen.  
2.1.3.3 Faserknorpel/fibröser Knorpel 
Faserknorpel findet man im inneren Teil des Anulus fibrosus der Disci intervertebralis, in der 
Symphysis pubis, den Menisci und Disci der Gelenke, in einigen Gelenken (z.B. Kiefer, Schulter, 
Hüfte) und im Bereich der Sehnenansätze am Knochen. Charakteristisch für den Faserknorpel ist 
der hohe Anteil an Kollagenfasern vom Typ I. Diese lagern sich zu straffen Bündeln zusammen, 
wodurch sie nicht mehr maskiert vorliegen und somit lichtmikroskopisch sichtbar sind. Dadurch ist 
diese Art des Knorpels sehr fest und weniger flexibel als der hyaline Knorpel. Knorpelzellen liegen 
in der EZM nur noch einzeln vor und sind oft in einer Reihe angeordnet (BUCHER und 
WARTENBERG 1997, WELSCH 2006). 
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2.2 Knorpeldefekte im Gelenk 
2.2.1 Ursache, Einteilung und Auswirkung von Knorpeldefekten 
Schäden am hyalinen Knorpel können unterschiedliche Ursachen haben. Diese können unter 
anderem akute Traumata, wiederkehrende Mikrotraumata (z.B. dauerhafte starke Belastungen beim 
Sport, Übergewicht), altersbedingte Degenerationen, durch Entzündungsprozesse im Gelenk oder 
genetisch (Achsenfehlstellung im Skelettsystem, rheumatische Erkrankungen) verursacht sein. 
Knorpeldefekte können je nach Ausmaß keine klinischen Symptome zeigen oder zu Schmerzen bei 
Belastung sowie in Ruhe führen, aber auch Funktionsstörungen im Gelenk herbeiführen. Sie können 
die Mobilität der betroffenen Personen einschränken und zu einem Verlust an Lebensqualität führen 
(BUCKWALTER und MANKIN 1997, UMLAUF et al. 2010).  
Da das Gewebe avaskulär ist, können bei Schädigungen des Knorpels allein (Chondrale Defekte) 
keine Entzündungszellen einwandern (MANKIN 1982, HUEY et al. 2012). Auch die Migration von 
Chondrozyten in das beschädigte Areal ist durch die Vernetzung der Zellen mit den Kollagenfasern 
und Proteoglykanen nicht möglich (BUCKWALTER und MANKIN 1998a). In geringem Maβ werden 
Chondrozyten in unmittelbarer Nähe des Defekts kurzzeitig mitotisch aktiv und synthetisieren Matrix 
(IMHOF et al. 1999). Dies führt aber nur bei kleinen oberflächlichen Verletzungen zur vollständigen 
Reparatur durch hyalines Gewebe (CONVERY et al. 1972). Größere Defekte ab einem 
Durchmesser von 3 mm führen zur dauerhaften Schädigung des Knorpels (AYDELOTTE et al. 
1992). Auch lediglich oberflächliche Schäden verlaufen häufig progredient, da durch die Schädigung 
vermehrt Kraft auf den subchondralen Knochen ausgeübt wird und sich dieser entsprechend 
verhärtet, was sich wiederum negativ auf die Druckübertragung auswirkt und den Knorpel weiter 
zerstört (REPO und FINLAY 1977, VENN und MAROUDAS 1977, TORZILLI et al. 1999, EWERS et 
al. 2001, CHEN et al. 2003a, KERIN et al. 2003). Je nach Ausmaß des Knorpeldefekts spricht man 
von partialen oder Vollschicht-Defekten. 
Ist neben Knorpelgewebe auch der subchondrale Knochen betroffen (Osteochondrale Defekte), 
führt dies zur Einwanderung von Vorläuferzellen aus dem Knochenmark in das Defektareal und 
somit zur Bildung eines fibrösen Ersatzgewebes (SHAPIRO et al. 1993, MARLOVITS und VÉCSEI 
2000a). Dieses entwickelt sich weiter zu Faserknorpel, welcher nicht dieselben biomechanischen 
Eigenschaften wie hyaliner Knorpel aufweist und so der Belastung und den Druckkräften nur 
teilweise stand halten kann (O'DRISCOLL und SALTER 1986, SHAPIRO et al. 1993, IMHOF et al. 
1999, MALETIUS und AIGNER 1999). Dieses Gewebe integriert sich außerdem nur schlecht in das 
umliegende hyaline Gewebe (LIETMAN et al. 2002, STEADMAN et al. 2003, CORREA und 
LIETMAN 2017). Das Knochengewebe dagegen wird meist vollständig regeneriert (MAINIL-
VARLET et al. 2003). 
Um das Ausmaß und die damit verbundenen therapeutischen Konsequenzen besser beurteilen zu 
können, werden Knorpeldefekte nach der ICRS (International Cartilage Research Society) in vier 
verschiedene Grade eingeteilt, modifiziert nach Outerbridge (OUTERBRIDGE 1961, MAINIL-
VARLET et al. 2003). In Abbildung 2.4 ist die schematische Darstellung der Klassifikation der 
Knorpeldefekte dargestellt. 
Da eine unzureichende Heilung eines Knorpeldefekts, auch bei kleineren Läsionen, zu einer 
erhöhten mechanischen Belastung an den Rändern führt, kommt es häufig auch zu Nekrose des 
angrenzenden Gewebes und zur verstärkten Abrasion (GRATZ et al. 2008). Dies kann zu 
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fortschreitenden und irreversiblen Degenerationen im Knorpelgewebe selbst, aber auch in den 
angrenzenden Knochen und der Synovialmembran und letztendlich zu einem Funktionsverlust des 
Gelenks führen (UMLAUF et al. 2010). In diesem Fall spricht man von einer sekundären Arthrose, 
auch Osteoarthrose (OA) genannt. 
 
 
Abbildung 2.4 Einteilung von Knorpeldefekten nach ICRS. Schematische Darstellung der 
Klassifikation von Knorpeldefekten nach Outerbridge (Outerbridge et al. 1961) und erweitert durch 
die International Cartilage Research Society (ICRS, 2003). ICRS-Grad 0: keine erkennbaren 
Defekte. ICRS-Grad 1a: Intakte Oberfläche, Fibrillationen und/oder leichte Erweichung. ICRS-Grad 
1b: Zusätzliche oberflächliche Risse/Fissuren. ICRS-Grad 2: Läsionstiefe < 50 % der Knorpeldicke. 
ICRS-Grad 3a: > 50 % Tiefe der Knorpeldicke, nicht bis zur kalzifizierten Schicht. ICRS-Grad 3b: > 
50 % Tiefe der Knorpeldicke, bis zur kalzifizierten Schicht. ICRS-Grad 3c: > 50 % Tiefe der 
Knorpeldicke, bis zur subchondralen Schicht. ICRS-Grad 3d: > 50 % Tiefe der Knorpeldicke, mit 
Blasenbildung. ICRS-Grad 4a/b: vollständige Knorpelläsion mit Durchbruch der subchondralen 
Platte. (modifiziert nach (INTERNATIONAL CARTILAGE REGENERATION & JOINT 
PRESERVATION SOCIETY (ICRS) 2019) 
2.2.2 Therapie von Knorpeldefekten 
Da Knorpeldefekte ein hohes Risiko für die Ausbildung einer Gelenkarthrose darstellen, ist eine 
effektive Therapie unumgänglich. Ziel sollte es dabei sein die Knorpeloberflächenkongruenz und die 
normale Gelenkfunktion wiederherzustellen, um eine schmerzlose Beweglichkeit zu gewährleisten. 
Außerdem sollten weitere Knorpeldefekte vermieden werden (MANKIN 1982, IMHOF et al. 1999, 
HAYES et al. 2001, CLOUET et al. 2009). 
Es stehen zurzeit sowohl konservative als auch operative Therapiemöglichkeiten zur Verfügung. Zu 
den konservativen Therapien gehören bewegungsbasierte Physiotherapie (EVCIK und SONEL 
2002), systemische und lokale (intraartikuläre) medikamentöse Behandlung mit Antiphlogistika, 
Analgetika, Chondropotektiva (z.B. Chondroitinsulfat, Hyaluronsäure, Omega-3-Fettsäuren), 
Gewichtsreduktion sowie die Verordnung von Orthesen oder Gehhilfen. All diese 
Therapiemaßnahmen dienen nur der Linderung der Symptome und führen nicht zur Heilung der 
Defekte (MESSNER und MALETIUS 1996, GUETTLER et al. 2004, DETTERLINE et al. 2005, 
ROSNECK et al. 2007). Allerdings kann dadurch eine drohende Arthrose verzögert und die 
Lebensqualität verbessert werden (STEINMEYER 2001). Operative Methoden zur Therapie von 
Knorpeldefekten führen häufig nur zu einer Reparatur, also der Bildung eines fibrösen 
Ersatzgewebes, und nicht zu einer Regeneration des hyalinen Knorpels. Die gängigen Methoden 
werden im Folgenden beschrieben. 
2.2.2.1 Debridement 
Beim Debridement werden oberflächlich mittels eines scharfen Löffels Knorpelfragmente im Bereich 
des Defekts entfernt und die Ränder geglättet, um mechanische Irritationen im Gelenk zu verhindern 
(CLARKE und SCOTT 2003, LI et al. 2008). In Kombination mit einer Lavage kann so abgestorbenes 
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Knorpelgewebe entfernt werden. Bei dieser Methode kommt es nicht zu einer Regeneration des 
Gewebes und die Arthroseentwicklung kann nicht gestoppt werden (KIM et al. 1991, MARLOVITS 
und VÉCSEI 2000b). Es handelt sich dabei lediglich um palliative Maβnahmen und führt maximal 
temporär zu einer Schmerzfreiheit beim Patienten (HUNZIKER 2002). Sowohl Debridement als auch 
Lavage können minimalinvasiv über Arthroskopie durchgeführt werden. Als eine Alternative zur 
mechanischen Glättung von Knorpeldefekten kann auch eine Laserabrasion (Laser Chondroplastik) 
eingesetzt werden. Hierbei koaguliert das Knorpelgewebe im behandelten Bereich (ENGLAND et al. 
1997). Allerdings können Komplikationen wie Gewebenekrosen, Osteonekrosen, reaktive Synovitis, 
Hitzeschäden und Blasenbildung auftreten (GERBER et al. 1996, RAUNEST und DERRA 1996, 
ROZBRUCH et al. 1996, THAL et al. 1996, TABIB et al. 1999, MAINIL-VARLET et al. 2001).  
2.2.2.2 Mikrofrakturierung, Mikrodrilling, Abrasionsarthroplastik 
Die Mikrofrakturierung gehört, neben dem Mikrodrilling und der Abrasionsplastik, zu den 
Knochenmark-Stimulationstechniken. Dabei wird durch Zugang zum Markraum durch den 
subchondralen Knochen eine Invasion von Knochenmarkszellen in den Defekt sowie eine Bildung 
eines Blutkoagels (sogenannter superclot) forciert. Die so entstandene Mikroumgebung und der 
Einfluss von verschiedenen Faktoren stimuliert das Einwandern von Mesenchymalen Stromazellen 
(MSC) aus dem Knochenmark. Durch lokale Differenzierungsfaktoren und mechanische Einflüsse 
entwickeln sich diese dann zu Knorpelzellen (RICHTER 2009). Es entsteht ein fibröses 
Ersatzgewebe welches den mechanischen Eigenschaften des hyalinen Knorpels nicht entspricht 
(DANDY 1986, SHAPIRO et al. 1993, KNUTSEN et al. 2004). Bei der Mikrofrakturierung wird die 
subchondrale Knochenplatte mittels eines speziellen Stößels perforiert, während bei dem heute 
gängigeren Mikrodrilling die Perforation mittels eines dünnen Bohrers erfolgt (STEADMAN et al. 
1997, STEADMAN et al. 2003, HUNZIKER et al. 2015). Bei der Abrasionsarthroplastik wird der 
gesamte Knorpeldefekt inklusive des subchondralen Knochens abgetragen. Diese Methode wird vor 
allem bei kleinen Knorpeldefekten (< 2 cm2) angewendet (EVANS 2013). 
2.2.2.3 Mosaikplastik 
Durch Transplantationen von Knorpel-Knochen-Zylindern kann ein Auffüllen von osteochondralen 
Defekten mit für das Gelenk funktionellen Gewebe erreicht werden. Dies kann bei fokalen Defekten 
durch autologe oder allogene Transplantate geschehen. Dabei werden zur Defektfüllung 
osteochondrale Zylinder aus gesunden nicht-gewichtstragenden Bereichen eines Gelenks 
verwendet (CONVERY et al. 1991, BOBIC 1996). Der Defekt wird vorher gereinigt und 
gegebenenfalls bis zum subchondralen Knochen vertieft. Je nach Defektgröße werden 
unterschiedlich viel Zylinder eingesetzt. Der Vorteil dieser Methode ist, dass Gelenkknorpel mit 
seinem natürlichen zonalen Aufbau in den Defekt eingesetzt wird und eine Defektfüllung von bis zu 
90 % erfolgen kann. Der Nachteil ist die Defektgenerierung in einem gesunden Knorpelareal aus der 
die osteochondralen Zylinder entnommen werden. Deshalb sollte dies nur zur Therapie von kleinen 
Knorpeldefekten bis 3 cm2 angewendet werden (HANGODY et al. 1997, BOBIC 1999). Außerdem 
ist meist keine 100 %ige Kongruenz zum umliegenden gesunden Knorpelgewebe zu erreichen 
(HANGODY et al. 2004, SHAH et al. 2007). 
Bei der Transplantation von allogenen osteochondralen Zylindern werden diese von einem Spender, 
meist post mortem, entnommen und in den Defekt eingesetzt. So können auch größere Defekte 
aufgefüllt werden. Der Nachteil dieser Methode ist zu einem die begrenzte Verfügbarkeit von 
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passenden Gewebsspendern. Zum anderen muss mit Abstoßungsreaktionen gerechnet werden, 
was eine Immunsupressionstherapie verhindern würde (HICKEY et al. 1994). 
2.2.2.4 Autologe Chondrozytentransplantation und Matrix-assoziierte 
Chondrozytentransplantation 
Bei der Autologen Chondrozytentransplantation (ACT) wird Knorpelgewebe arthroskopisch von 
einem gesunden nicht-gewichtstragenden Bereich des Gelenks entnommen. Aus diesem Gewebe 
werden die Chondrozyten isoliert und anschließend in vitro expandiert, um eine entsprechende 
Menge an Zellen zu erhalten (BENTLEY et al. 1978, GRANDE et al. 1987, BRITTBERG et al. 1994). 
Diese Zellen werden anschließend in den Defekt verbracht, wo sie sich ansiedeln und hyaline EZM 
produzieren sollen um den Defekt zu reparieren. 
Als erste Generation der ACT wird ein Verfahren beschrieben, bei dem die Chondrozyten-
Suspension unter einen Periostlappen injiziert wird, der über den Defekt festgenäht wurde 
(BRITTBERG et al. 1994). Dies soll verhindern, dass die Zellen aus dem Defekt in den gesamten 
Gelenkspalt gespült werden. Außerdem sind im Periost Zellen mit chondrogenen Potential 
vorhanden, die sich zu Chondrozyten differenzieren sollen. Die Nachteile dieser Methode sind, dass 
eine zusätzliche vorangehende Operation zur Gewinnung des gesunden Gewebes erforderlich ist, 
dass eine ungleiche Verteilung der Chondrozyten im Defekt erfolgt, dass trotz Periost keine 
Fixierung der Zellen im Defekt besteht und dass es zu Komplikationen durch ein Ablösen des 
Periosts kommen kann (BRITTBERG 1999, MARLOVITS et al. 2006). Des Weiteren kommt es durch 
die Dedifferenzierung der Chondrozyten während der In-vitro-Kultur auch bei dieser Methode zur 
Bildung von minderwertigem Faserknorpel anstatt mechanisch belastbaren hyalinen Knorpel 
(BRITTBERG 1999, ROBERTS et al. 2002). 
Bei der weiterentwickelten zweiten Generation der ACT werden die Chondrozyten in einer 
entsprechenden Matrix in den Defekt gebracht (BEHRENS et al. 1999, GOYAL et al. 2013). Man 
spricht von der Matrixassoziierten Autologen Chondrozytentransplantation (MACT). Eine solche 
Matrix kann eine Membran darstellen, die meist aus Kollagenen besteht und kurz vor der 
Implantation mit den Zellen besiedelt wird. Oder es werden Gele oder Polymere (z.B. Kollagengele, 
Polyglycolidgele) verwendet in den die Zellen suspendiert werden. Der Vorteil gegenüber der ACT 
der ersten Generation liegt in einer gleichmäßigen Verteilung der Chondrozyten im Defekt und dem 
Fehlen der Notwendigkeit einer Defektabdeckung durch Periost (HADDO et al. 2004, BEHRENS et 
al. 2006). Die Trägermaterialien können passend in den Defekt eingesetzt bzw. gegossen werden. 
Alle anderen Nachteile der ersten Generation bleiben allerdings bestehen. Die häufigste 
Komplikation stellt die Hypertrophie des entstandenen Knorpelgewebes dar (JACOBI et al. 2011). 
2.3 Knorpel-Tissue Engineering 
Unter dem Begriff Tissue Engineering versteht man die Entwicklung oder Herstellung von Geweben 
oder Organen, welche der Reparatur, dem Ersatz, dem Erhalt oder der Verbesserung von Gewebe- 
oder Organstrukturen dienen (NEREM und SAMBANIS 1995). Auch in der Erforschung von 
Krankheiten, Tumoren, in der Medikamentenentwicklung und in toxikologischen Untersuchungen 
finden solche künstlich hergestellten Gewebe Verwendung. 
Die drei Hauptkomponenten im T.E.-Konstrukte sind Zellen, Trägermaterialien (Matrix oder Scaffold 
genannt) und Signalmolekülen (z.B. Wachstumsfaktoren) (LANGER und VACANTI 1993, 
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HUNZIKER 2002). Diese können in unterschiedlichen Kombinationen oder auch allein (z.B. nur 
Trägermaterial) verwendet werden. Das Ziel ist dabei, dem natürlichen Gewebe so nahe wie möglich 
zu kommen. Auch im Forschungsbereich der regenerativen Orthopädie werden T.E.-Konstrukte 
eingesetzt. So soll die Morphologie wie auch die Funktion von defekten Knorpelgewebe durch solche 
Konstrukte wiederhergestellt werden (RICHTER und DIEDERICHS 2009). Dabei stellt der 
Gelenkknorpel durch seine spezielle Zusammensetzung der EZM und den Aufbau in verschiedene 
Zonen eine besondere Herausforderung dar. In Abbildung 2.5 ist beispielhaft der Ablauf zur 
Herstellung eines T.E.-Konstrukts schematisch dargestellt. 
 
 
Abbildung 2.5 Schematischer Ablauf der Herstellung von Knorpel-T.E.-Konstrukten. Für die 
Herstellung von Knorpel-T.E.-Konstrukten wird autologes Knorpelgewebe mittels einer Biopsie aus 
einem nicht-gewichttragenden Bereich des Gelenks entnommen. Die Chondrozyten werden isoliert 
und in Monolayerkultur in vitro expandiert. Anschließend werden die Chondrozyten in ein 
Trägermaterial (z.B. Hydrogel) eingebettet und direkt oder nach weiterer In-vitro-Kultur in den 
Knorpeldefekt implantiert. 
2.3.1 Zellen im Knorpel-Tissue-Engineering 
2.3.1.1 Chondrozyten 
Für ein funktionelles Knorpel-T.E.-Konstrukt ist die Produktion von hyaliner EZM durch die 
verwendeten Zellen von größter Bedeutung. Dafür scheinen autologe artikuläre Chondrozyten (AC) 
besonders geeignet, da sie eine entsprechende Matrix reich an Proteoglykanen und Kollagen Typ II 
produzieren, die charakteristisch für hyalinen Knorpel ist. 
Allerdings gibt es bei der Verwendung von ACs für das Knorpel-T.E. einen wesentlichen Nachteil. 
Zwar kann die Zellzahl durch entsprechend lange In-vitro-Kultivierung vermehrt werden, allerdings 
führt eine längere Kultivierung der ACs in Monolayerkultur über mehrere Passagen nachweislich zur 
Dedifferenzierung und somit zur Bildung eines fibroblastären Zelltyps (HOLTZER et al. 1960, VON 
DER MARK et al. 1977, PELTTARI et al. 2008a). Die Zellen verlieren allmählich die Fähigkeit 
Kollagen vom Typ II und Aggrecan in großen Mengen zu synthetisieren und produzieren stattdessen 
vermehrt Kollagen vom Typ I (BALLOCK und REDDI 1994, BINETTE et al. 1998, DELL'ACCIO und 
LUYTEN 2001, MARLOVITS et al. 2004). Chondrozyten sind nach durchschnittlich 5 Passagen in 
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Monolayerkultur dedifferenziert (BENYA et al. 1978, KANG et al. 2007). Überführt man die 
Chondrozyten allerdings aus der Monolayer-Kultur in eine dreidimensionale Kultur (3D) unter 
Supplementierung spezifischer Signalmoleküle (z.B. Transforming Growth Factor-β), kommt es zur 
sogenannten Redifferenzierung (YAEGER et al. 1997, JAKOB et al. 2001, SCHULZE-TANZIL et al. 
2002). Dabei entwickeln sich die dedifferenzierten Zellen zu einem chondrozytären Phenotyp zurück 
und produzieren wieder vermehrt hyalin-knorpelige Matrix. D.h. sie synthetisieren wieder vermehrt 
Kollagen Typ II und Aggrecan und weniger Kollagen vom Typ I. Einige Untersuchungen weisen 
allerdings darauf hin, dass die Dedifferenzierung der Chondrozyten auch durch eine 3D-Kultivierung 
nicht vollständig reversibel ist (BENZ et al. 2002, DARLING und ATHANASIOU 2005). Zumindest 
wurde nachgewiesen, dass Chondrozyten, die zu lange in Monolayerkultur expandiert wurden (> 
P4), ihre Fähigkeit zur Redifferenzierung partiell oder vollständig verlieren (BENYA und SHAFFER 
1982, DELL'ACCIO und LUYTEN 2001, SCHULZE-TANZIL et al. 2002). Des Weiteren proliferieren 
Chondrozyten nur sehr langsam, so dass die Expansion sehr zeitaufwendig ist. Außerdem ist für die 
Gewinnung des Knorpelgewebes ein Eingriff nötig bei dem ein Defekt im gesunden Gelenkbereich 
entsteht. Dies wiederum kann eine Degeneration des eigentlich gesunden Gewebes herbeiführen, 
was als Hebedefektmorbidität (Donor site morbidity) bezeichnet wird (AHMAD et al. 2002). 
2.3.1.2 Mesenchymale Vorläuferzellen (MSC) 
MSC sind adulte multipotente Stammzellen, die sich unter entsprechenden Kulturbedingungen in 
Osteozyten, Chondrozyten, Adipozyten, Knochenmarkstromazellen, Myoblasten und Tenozyten 
differenzieren können (WAKITANI et al. 1995, YOUNG et al. 1998, PITTENGER et al. 1999, REYES 
et al. 2001). Sie entstammen dem Mesoderm und dienen der Regeneration der entsprechenden 
Gewebe. Im adulten Organismus sind sie vorrangig im Knochenmark, aber auch im Blut, in 
Bindegewebe, Fettgewebe, Muskulatur und anderen Geweben zu finden (FRIEDENSTEIN et al. 
1976, JACKSON et al. 1999, KREBSBACH et al. 1999, PITTENGER et al. 1999, ZUK et al. 2001). 
Von der ISCT (International Society for Cellular Therapy) wurden 2006 Minimalkriterien für Zellen 
definiert, die erfüllt sein müssen, um diese als MSC bezeichnen zu können (DOMINICI et al. 2006). 
Zu diesen Kriterien gehört die Adhärenz an Plastikoberflächen, die Differenzierung in osteogene, 
chondrogene und adipogene Richtung sowie die Expression der Oberflächenmarker CD73, CD90, 
CD105. Sie dürfen außerdem die Oberflächenmarker CD14, CD19, CD31, CD34 und CD45 nicht 
exprimieren. 
Der Vorteil der MSC für das T.E. ist ihre hohe Proliferationsrate, wodurch in kurzer Zeit eine hohe 
Zellausbeute durch Monolayerkultur erreicht werden kann. Allerdings nimmt die Proliferationsrate 
mit dem Alter des Spenders ab (HUNZIKER 2002). Laut Dexheimer et al. ist die Voraussetzung 
einer guten Differenzierung eine hohe Proliferationsrate (DEXHEIMER et al. 2011). Dies würde den 
Erfolg bei Verwendung von autologen MSC zur Knorpeldefekt-Therapie bei älteren Patienten 
verringern. Für das Knorpel-T.E. werden sie in der Regel aus dem Knochenmark, dem 
Synovialgewebe, dem Periost, dem Fettgewebe, aber auch aus anderen Geweben isoliert 
(NAKAHARA et al. 1991, PITTENGER et al. 1999, DE BARI et al. 2001, ZUK et al. 2002). Durch die 
Verwendung dieser Gewebe müssen keine zusätzlichen Knorpeldefekte generiert werden, wie es 
bei der autologen Chondrozytengewinnung der Fall wäre. Das Knochenmark als Quelle für MSC ist 
im Bereich der Knorpelforschung weit verbreitet. Da hier die Zellkonzentration an MSC höher ist als 
in anderen Geweben, ist die Zellausbeute auch aus geringeren Mengen meist gut. Der Nachteil ist 
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der zusätzliche invasive Eingriff zur Gewinnung und die damit verbundenen Risiken (K BATSALI et 
al. 2013). 
Da MSC sich sowohl chondrogen als auch osteogen differenzieren, sind sie vor allem für die 
Therapie von osteochondralen und Knorpelvollschicht-Defekten interessant (BERNINGER et al. 
2013). Für die chondrogene Differenzierung von MSC gibt es mittlerweile gängige Protokolle. Neben 
der 3D-Kultur in einem Trägermaterial oder einfach in Pelletkultur, ist die Zugabe bestimmter 
Faktoren wichtig (YOO et al. 1998). Eine große Rolle spielt dabei das TGF-β (Transforming Growth 
Factor-β), von dem man weiß, dass es die Produktion hyalinknorpeliger Matrixkomponenten, wie 
Kollagen Typ II, Aggrecan, Biglycan und Decorin steigert (YOO et al. 1998, BARRY et al. 2001, 
SEKIYA et al. 2002). Außerdem unterdrückt es, genauso wie Dexamethason (in bestimmten 
Konzentrationen), die Hypertrophie. Dexamethason verstärkt außerdem noch den chondrogenen 
Effekt von TGF-β (YOO et al. 1998, DERFOUL et al. 2006). Da die Auswirkung von Serum auf die 
Chondrogenese umstritten ist, findet man dies nicht in gängigen chondrogenen Medien. Laut 
Johnstone et al. wirkt sich Serum negativ auf die chondrogene Entwicklung aus (JOHNSTONE et 
al. 1998). Yokoyama et al. zeigten dagegen, dass bestimmte Komponenten im FCS (Fetal calf 
serum) die chondrogene Differenzierung von MSC stimulieren (YOKOYAMA et al. 2008). 
Als Nachteil im Knorpel-T.E. galt bisher, dass MSC bei chondrogener Differenzierung hypertrophes 
Knorpelgewebe mit nachweislicher Produktion von Alkalischer Phosphatase (ALP), Kollagen Typ X 
und Matrixmetalloproteinase 13 (MMP 13) bilden (PELTTARI et al. 2006). ALP ist ein Enzym, 
welches an Mineralisierungsprozessen beteiligt ist, indem es organisches Phosphat hydrolysiert und 
dadurch anorganisches Phosphat (Pi) freisetzt (ROBISON 1923). Es wurde gezeigt, dass die ALP 
an der Initiierung der Mineralisation beteiligt ist (TENENBAUM 1987, WENNBERG et al. 2000). 
MMP13 gehört zu den Kollagenasen und ist am lokalen Remodelling der EZM beteiligt indem es 
Kollagene abbaut. Man findet es nur in der embryonalen Skelettentwicklung und im mineralisierten 
Gewebe. Kollagen Typ X findet sich nur in hypertrophen Knorpelgewebe. Es ist ein kurzes Kollagen, 
welches keine Fibrillen bildet. Es wird angenommen, dass es ebenso am Mineralisationsprozess 
des Knorpels beteiligt ist (GRANT et al. 1985, SCHMID und LINSENMAYER 1985). Werden 
chondrogen induzierte MSC-Konstrukte in vivo verbracht, kommt es zusätzlich zu Kalzifizierung und 
Vaskularisierung (PELTTARI et al. 2006, HENNIG et al. 2007). Dies führt zu Gewebseigenschaften 
die den mechanischen Ansprüchen des hyalinen Gelenkknorpels nicht entsprechen und es als 
Ersatzgewebe ungeeignet werden lässt. Diese Entwicklung ähnelt den Prozessen während der 
enchondralen Ossifikation (PELTTARI et al. 2006). Aus diesem Grund verwenden einige 
Arbeitsgruppen MSC für die Generierung eines osteochondralen Tissue-Engineering-Konstrukts 
(TULI et al. 2004, ZHOU et al. 2011, DENG et al. 2014). Genutzt werden kann dies auch um 
mineralisiertes Knorpelgewebe herzustellen, welches für das TE von zonalen Konstrukten 
einsetzbar ist. 
Um die hypertrophe Differenzierung von chondrogen-induzierten MSC zu fördern, kann 
Triiodthyroxin (T3) im Kulturmedium eingesetzt werden. Unter diesen Bedingungen produzieren die 
Zellen EZM die in Anwesenheit einer Phosphatquelle mineralisiert, aber auch Proteoglykane, 
Kollagene Typ II und X aufweist (LEE et al. 2015). Laut Mackay et al. können Dexamethason in 
geringen Konzentrationen, L-Thyroxin und β-Glycerolphosphat die Hypertrophie der MSC sowie die 
Expression von Kollagen Typ X in Pelletkulturen induzieren (MACKAY et al. 1998). In geringeren 
Konzentrationen fördert Dexamethason in vitro die Knochenformation und Mineralisation von MSC, 
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in hohen Konzentrationen verhindert es die Hypertrophie der Zellen (MANIATOPOULOS et al. 1988, 
MACKAY et al. 1998). β-Glycerolphosphat dient hierbei als Phosphatquelle bei der in vitro 
Kultivierung. Mueller und Tuan et al. ist es 2008 gelungen nach einer hypertrophen Induktion und 
der Zugabe von β-Glycerolphosphat in das Medium größere Mengen von EZM zu mineralisieren 
(MUELLER und TUAN 2008). Allerdings wurde von SHEEHY et al. ein Verlust an Proteoglykanen 
im Verlauf der in vitro Mineralisation festgestellt (SHEEHY et al. 2013). 
2.3.2 Trägermaterialien 
Trägermaterialien im T.E. sollen die funktionalen Eigenschaften der EZM des nativen Gewebes 
imitieren. Dazu zählen die Einbettung der entsprechenden Zellen und Unterstützung der Zellaktivität, 
vor allem der Proliferation und der Synthese von EZM (GUILAK et al. 2010). Durch den Einsatz 
solcher Materialien werden geringere Zellzahlen benötigt, was vor allem bei der Verwendung 
autologer Zellen von Vorteil ist, da so eine geringere Menge an Gewebe entnommen werden kann. 
Trägermaterialien, die im T.E. eingesetzt werden, müssen bestimmte Voraussetzungen erfüllen. 
HUNZIKER (2002) hat dafür bestimmte Eigenschaften aufgezählt. Zu allererst muss das 
Trägermaterial biokompatibel sein, d.h. es darf keine Immunreaktion im Empfängerorganismus 
auslösen, wodurch es zu Abstoßungsreaktionen kommen kann. Weiterhin sollte es abbaubar sein, 
so dass es durch neu entstehendes Gewebe ersetzt werden kann. Gleichzeitig dürfen die 
Abbauprodukte nicht (cyto-)toxisch wirken. Es sollte außerdem keinen negativen Einfluss auf die 
Differenzierung, die Proliferation und die Matrixsynthese der enthaltenen Zellen haben. Bei der 
Verwendung von Signalmolekülen (z.B. Wachstumsfaktoren) sollte es fähig sein diese zu binden 
und auch wieder freizugeben. Eine gewisse Porosität soll die Migration der eingebrachten Zellen 
durch die Matrix und sowie eine Besiedlung von Zellen in situ ermöglichen. Es sollte elastisch, 
volumenstabil aber auch deformierbar sein (HUNZIKER 2002). Eine Integration in das umliegende 
Gewebe der Defekte ist eine ebenso wichtige Eigenschaft (VACANTI und LANGER 1999). 
Es gibt eine Vielzahl an Materialien die für den Einsatz im TE in Frage kommen, wie natürliche und 
synthetische Polymere, Keramik, Metall, und Kombinationen dieser Materialien (WHANG et al. 
1999). Allerdings wurde bisher kein Trägermaterial entwickelt, welches alle Voraussetzungen 
zufriedenstellend erfüllt. 
2.3.2.1 Hydrogele 
Im TE können Trägermaterialien in unterschiedlichen Formen eingesetzt werden, z.B. in Form von 
Hydrogelen, Schwämmen (Sponges) oder Netzgerüsten (Meshes). Da in Knorpel-Konstrukten das 
Trägermaterial als temporäre künstliche EZM dienen soll, erscheint hierfür das Hydrogel als 
besonders geeignet. Hydrogele bestehen aus Polymeren die selbst nicht wasserlöslich sind, aber 
viel Wasser binden und chemisch oder physikalisch miteinander verbunden sein können. Dadurch 
ist eine gleichmäßige Verteilung der Zellen, Nährstoffe und Metaboliten möglich (LANDERS et al. 
2002). Es ist möglich Hydrogele direkt in Defekte zu gießen, was die Verwendung frisch isolierter 
Zellen ermöglicht. Außerdem ist es so möglich die Form der Gele leichter an Defekte anzupassen 
verglichen mit festen Trägermaterialien. Hydrogele sind modifizierbar, z.B. durch Aufrüstung mit 
Signalmolekülen oder mit Molekülen welche die Zell-Adhäsion verbessern oder die Abbaubarkeit 
steuern (BRYANT und ANSETH 2003, PARK et al. 2004, CONNELLY et al. 2007, EHRBAR et al. 
2007, HESSE et al. 2018). Sie eignen sich außerdem für das sogenannte Bioprinting (COHEN et al. 
2006, FEDOROVICH et al. 2007). Allerdings sind Hydrogele mechanisch nicht sehr stabil (BRYANT 
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und ANSETH 2002). Gängige Polymere für die Herstellung von Hydrogelen sind Kollagene und 
Polyethylenglycol (PEG), aber auch Fibrin, Alginat, Gelatine, Hyaluronsäure und Polyacrylamid 
(PAA). 
Hydrogele aus natürlichen Trägermaterialien 
Biomaterialien aus natürlichen Komponenten fördern durch die Imitation von EZM die Interaktion der 
Zellen (VACANTI und LANGER 1999). Sie können Signalmoleküle enthalten, die vorteilhaft für die 
Zellviabilität und –proliferation sind (HUNT und GROVER 2010, SELIKTAR 2012). Allerdings weisen 
sie meist unzureichende mechanische Eigenschaften auf und werden oft zu schnell abgebaut 
(RAGHUNATH et al. 2007). Sie zeigen häufig Chargen-Variationen und sind nur in geringen Umfang 
modifizierbar. Da sie pflanzlichen oder tierischen Ursprungs sind, besteht außerdem die Gefahr 
einer Immun- oder Abstoßungsreaktion. Sie können nochmals in Polysaccharid-basierte und 
Protein-basierte Polymere eingeteilt werden. 
Protein-basierte Polymere haben den Vorteil, dass sie bereits Moleküle für die Zelladhäsion 
aufweisen und gut durch Zellen abbaubar sind (KLEIN et al. 2009). Dazu gehören Kollagene, 
Gelatine und Fibrin. Trägersubstanzen aus Agarose, Alginat, Hyaluronsäure und Chitosan zählen 
dagegen zu den Polysaccharid-basierten Polymeren. 
Da Fibrin als natürliches Trägermaterial in dieser Arbeit verwendet wurde, wird dies im Folgenden 
näher beschrieben. 
Fibrin 
Fibrin ist ein Bestandteil der plasmatischen Blutgerinnung. Es entsteht, indem Fibrinogen (Faktor I) 
durch Thrombin (Faktor IIa) in Fibrin gespalten wird. Thrombin aktiviert außerdem Faktor XIII des 
Gerinnungssystems zu Faktor XIIIa. Dies führt zu einer Quervernetzung des Fibrins und somit zur 
Bildung eines elastischen und zugleich stabilen dreidimensionalen Koagels. Dieses dient während 
der Blutgerinnungskaskade dem Wundverschluss. In vivo erfolgt der Abbau von Fibrin durch 
Plasmin (BUGGE et al. 1996). Allerdings konnten einige Studien zeigen, dass 
Matrixmetalloproteinasen (MMPs) ebenfalls am Abbau des Fibrin-Koagels beteiligt sind (BINI et al. 
1996, HIRAOKA et al. 1998, HILLER et al. 2000). 
Fibrinkleber ist in Deutschland für Patienten zugelassen und kann kommerziell erworben werden 
(z.B. Tisseel® der Firma Baxter). Im Bereich Knorpel-Tissue-Engineering wird es sowohl als Kleber 
zur Fixierung von Konstrukten im Defekt als auch als Trägermaterial für Zellen eingesetzt. 
Fibringel ermöglicht die chondrogene Differenzierung von MSC und Chondrozyten (HOMMINGA et 
al. 1993, IM 2005, DICKHUT et al. 2008). Der enthaltene Faktor XIII verbessert die Proliferation und 
Migration von MSC (CATELAS et al. 2006). Es wurde gezeigt, dass Fibrin die Produktion von 
Kollagen bei Chondrozyten fördert (SAMS et al. 1995, DICKHUT et al. 2008). Auch bilden 
Chondrozyten im Fibrin sogenannte Cluster und produzieren Matrix (HOMMINGA et al. 1993). 
Geringe Modifizierungen der, eigentlich als Gewebekleber genutzten, kommerziellen Produkte, 
können vorteilhaft für den Einsatz im Knorpel-TE sein. Durch eine Reduktion der 
Thrombinkonzentration entsteht ein Gel mit einer höheren Porosität und durch eine Verringerung 
der Fibrinogen-Konzentration wird eine höhere Proliferationsrate bei MSC erreicht (BLOMBÄCK und 
BARK 2004, KUBOTA et al. 2004, HO et al. 2006). Der Nachteil des Fibringels sind die Schrumpfung 
des Gels, die geringe mechanische Festigkeit und der schnelle Abbau, was eine suffiziente 
Produktion von EZM der darin eingebetteten Zellen verhindert (JOCKENHOEVEL et al. 2001a, MOL 
et al. 2005, EYRICH et al. 2007). Verursacht wird das Schrumpfen durch strukturellen 
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Veränderungen im Gel selbst, durch die Kontraktion der neu synthetisierten Kollagenfasern und 
durch die im Gel enthaltenen Zellen (HOMMINGA et al. 1993, JOCKENHOEVEL et al. 2001b). 
Dieses Phänomen ist bei mit Chondrozyten besiedelten Fibringelen nicht so stark ausgeprägt, wie 
beispielsweise bei MSC besiedelten Gelen (PERETTI et al. 2000). 
Außerdem ist die mechanische Stabilität, hinsichtlich der im Gelenk einwirkenden Scherkräfte, für 
den Einsatz im Knorpel-Tissue-Engineering nicht ausreichend (DOROTKA et al. 2005). Deshalb wird 
es häufig mit anderen Biomaterialien, wie z.B. Polyurethan, kombiniert (LEE et al. 2005). Ein weiterer 
großer Nachteil von Fibringelen ist der zu schnelle Abbau in vivo, der nicht mit der relativ langsamen 
Produktion von EZM durch Chondrozyten übereinstimmt (HOMMINGA et al. 1993, YE et al. 2000). 
Trotz der guten Biokompatibiltät von Fibrin wurden immunologische Reaktionen in einigen Studien 
nachgewiesen (SCHEELE und PESCH 1982, KAWABE und YOSHINAO 1991, HAISCH et al. 2000). 
Dies kann allerdings durch die Gewinnung von autologen Fibrinogen und Thrombin aus dem Blut 
des Patienten unterbunden werden. Da es sich bei den kommerziell erhältlichen Fibrinklebern um 
biologische Substanzen vom Menschen handelt (meist ist das Fibrinogen human und das Thrombin 
bovin), ist außerdem das Risiko einer Infektion mit Krankheitserregern wie Hepatitis oder HIV zu 
beachten. 
Hydrogele aus synthetischen Biomaterialien 
Synthetische hergestellte Polymere, die im Knorpel-T.E. eingesetzt werden, haben den Vorteil, dass 
sie in der Herstellung besser reproduzierbar sind und eine höhere mechanische Stabilität aufweisen 
als natürliche Polymere sowie in ihrer Zusammensetzung und Abbaubarkeit variierbar sind (CHEN 
et al. 2003b, MUNIRAH et al. 2008). Da sie weder pflanzlichen noch tierischen Ursprungs sind, 
besteht keine Gefahr der Immunreaktion. Der Nachteil solcher Polymere ist, dass sie eine relative 
hydrophobe Oberfläche bilden die für eine Zellbesiedlung nicht geeignet ist (CHEN et al. 2003b, 
CHEN et al. 2004). Außerdem ist die Biokompatibilität ihrer Abbauprodukte oft gering (SITTINGER 
et al. 1996). Es ist allerdings möglich synthetische mit natürlichen Biomaterialien zu kombinieren, 
um eine bessere Biokompatibilität zu erreichen (CAO et al. 2014). Vorarbeiten in unserem Labor 
zeigten, dass starPEG/Heparin-Hydrogele die chondrogene Differenzierung von humanen MSC 
fördern und eine erhöhte Abbaubarkeit der Gele durch MMP die Viabilität und Proliferation dieser 
Zellen steigert (HESSE et al. 2018). Außerdem ist bekannt, dass die Kultivierung von Chondrozyten 
in PEG-Hydrogele zu einer verbesserten Redifferenzierung sowie einer erhöhten Ablagerung von 
EZM führt (BRYANT und ANSETH 2003, PARK et al. 2004, KIM et al. 2010b). 
Da ein PEG-Heparin-Gemisch als synthetisches Trägermaterial in dieser Arbeit verwendet wurde, 
wird im Folgenden näher auf PEG eingegangen. 
Polyethylenglycol (PEG) 
PEG ist ein nicht-toxisches, bioinertes, wasserlösliches Polymer bestehend aus ringgeöffneten 
Ethylenoxid-Monomereinheiten mit einer hohen Biokompatibilität (BARKER et al. 2001, GROLL et 
al. 2005). Durch unterschiedliche Zusammensetzung hinsichtlich der Konzentration und des 
Vernetzungsgrads der Polymere können diverse Eigenschaften, wie Abbaubarkeit oder Festigkeit 
des daraus entstehenden Hydrogels beeinflusst werden (TEMENOFF et al. 2002, BRYANT et al. 
2004a, BRYANT et al. 2004b). Es kann außerdem injiziert und somit minimalinvasiv in Defekte 
appliziert werden (YAN et al. 2014). PEG kann ebenfalls verwendet werden um natürlich Polymere, 
wie Heparin, in einem Hydrogelnetzwerk zu vernetzen. Der Vorteil dabei ist, dass Heparin 
Signalmoleküle binden und freisetzen kann (CAPILA und LINHARDT 2002, NIE et al. 2007, KIM et 
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al. 2010a). Neben der Möglichkeit zur Aufrüstung durch Signal- oder Matrixmoleküle kann auch die 
Abbaubarkeit durch entsprechende Verbindungsstücke zwischen den PEG- und den Bio-Polymeren 
beeinflusst werden. Der Nachteil von PEG-Hydrogelen ist, dass sie relativ weich sind. Zwar kann 
die Festigkeit durch Erhöhung des Vernetzungsgrads und des Feststoffgehalts erhöht werden. 
Allerdings wirkt sich dies wiederum nachteilig auf den Transport von Nährstoffen und 
Stoffwechselprodukten aus und kann so zu einer reduzierten Proliferation und 
Proteoglykansynthese führen (BRYANT et al. 2004b). 
Um eine optimale Mikroumgebung für eingebettete Zellen bereit zu stellen und eine Versorgung mit 
Signalmolekülen zu gewährleisten, wurde von Tsurkan et al. ein Hydrogel bestehend aus Heparin 
und einem sternförmigen PEG (starPEG) entwickelt, welches auch in dieser Studie verwendet wird 
(TSURKAN et al. 2010). Die Polymerisation erfolgt hierbei durch eine Michael-Addition zwischen 
thiolfunktionalisiertem PEG und maleimidfunktionalisiertem Heparin (Abbildung 2.6). Über die 
Sulfatgruppen des Heparins können Wachstumsfaktoren, wie z.B. TGF-β, reversibel gebunden 
werden. Eine Modifikation der Abbaubarkeit der starPEG/Heparin-Hydrogele ist möglich, in dem die 
endständigen Gruppen von PEG-Polymeren mit Cystein-haltigen Peptid-Sequenzen versehen 
werden, die durch Matrixmetalloproteinasen spaltbar sind (PEG-MMP) (WEST und HUBBELL 1999, 
LUTOLF et al. 2003). Diese Peptidsequenzen werden als sogenannte Linker-Moleküle bezeichnet 
und verbinden ebenfalls PEG- und Heparin-Moleküle. Durch Anpassung der Anteile an MMP-
spaltbaren und nicht-spaltbaren PEG-Polymeren kann die Abbaubarkeit des Hydrogels an die 
Produktion von EZM der Zellen angepasst werden. Dies stellte bisher eine große Herausforderung 
im Knorpel-TE dar (HUEY et al. 2012, DHOTE und VERNEREY 2014).  
 
 
Abbildung 2.6 Schematische Darstellung des Aufbaus und der Polymerisation des 
starPEG/Heparin-Hydrogels. Mit Maleimidgruppen versehenes Heparin bindet durch die Michael-
Addition kovalent an PEG-Moleküle. Endständige MMP-Linker an den PEG-Molekülen ermöglichen 
eine Abbaubarkeit durch Matrixmetalloproteinasen (modifiziert nach Tsurkan et al. 2013). 
2.3.2.2 Tissue Engineering ohne Trägermaterial 
T.E.-Konstrukte ohne Trägermaterial bestehen lediglich aus Zellen und der von ihnen produzierten 
EZM. Der Vorteil solcher Konstrukte liegt darin, dass durch den Einsatz einer hohen Zelldichte ein 
Zell-Zell-Kontakt besteht, wie er während der Chondrogenese in der embryonalen Entwicklung 
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besteht (Zellkondensation) (FELL 1925, TAKAGI et al. 2007). Des Weiteren kommt es ohne 
zellumhüllendes Trägermaterial zu einer besseren Versorgung aller Zellen mit Nährstoffen und 
Signalmolekülen, der Abtransport von Stoffwechselprodukten ist dadurch erleichtert und es 
entstehen keine potentiell cytotoxischen Produkte beim Abbau des Materials. Bei Verwendung von 
autologen Zellen und autologen Serum für die ex vivo-Kultivierung, wäre eine optimale 
Biokompatibilität ohne Risiko einer Immunantwort gewährleistet (ANDO et al. 2007). Außerdem sind 
die Langzeiteffekte von Biomaterialien, bzw. deren Abbauprodukten, im Organismus noch nicht 
hinreichend untersucht. Auch andere nachteilige Einflüsse von Trägermaterialien, wie 
ungleichmäßiger Abbau, inhomogene Zellverteilung und unerwünschte Zell-Biomaterial-Interaktion 
können so ausgeschlossen werden (NAUMANN et al. 2004). Außerdem wird vermutet, dass 
Trägermaterial-freie Konstrukte aufgrund der höheren Zelldichte gut in Defekte integrierbar sind 
(HUANG et al. 2016). Bisher wurden verschiedene Methoden zur Generierung Biomaterial-freier 
Knorpel-TE-Konstrukte beschrieben.  
Pelletkultur/ Micromass Kultur 
Die Pelletkultur ist ein Standardverfahren in der Chondrogenese von MSC. Dabei werden 
Zellsuspensionen in konische Polyethylengefäße zentrifugiert, so dass sich ein Zellpellet bildet. 
Pellets werden vor allem verwendet um das chondrogene Potential von MSC zu evaluieren und die 
Signalwege während der Chondrogenese zu untersuchen (GROGAN et al. 2006, PELTTARI et al. 
2008b). Allerdings zeigen MSC in Pelletkultur eine Differenzierung hin zum hypertrophen Phänotyp 
inklusive der Synthese von Kollagen Typ I und Typ X. So entsteht Knorpelgewebe vom fibrokartilären 
Typ (PELTTARI et al. 2008b). Des Weiteren werden mit der Pelletkultur immer nur kleine 
Zellaggregate geformt die bei einigen Zellen, z.B. MSC, während der Kultur zusätzlich schrumpfen. 
Bei größeren Knorpeldefekten müssten viele solcher Pellets generiert werden, was zeit- und 
kostenintensiv ist (PENICK et al. 2005). Hinzu kommt, dass die Zelldichte in Pellets sehr viel höher 
ist, verglichen mit der im nativen Knorpel. 
Eine Abwandlung der Pelletkultur ist die Micromass-Kultur. Bei dieser Methode wird ein Tropfen 
einer Zellsuspension in je eine Vertiefung einer Multiwellplatte gegeben. Anschließend werden sie 
ohne Mediumzugabe über 2-3h kultiviert um eine Adhäsion der Zellen zu ermöglichen. Nach der 
Zugabe eines entsprechenden Nährmediums bilden sich während der folgenden Kultivierung 
dreidimensionale rundliche sogenannte Micromass aus (AHREN et al. 1977, ZHANG et al. 2010). 
Transwell-Kultur 
In der Transwell-Kultur (TWK) werden Zellen nach der Expansion in Monolayerkultur in 
Zellsuspension gebracht und anschließend in einen Zellkultur-Einsatz (Transwell-Insert) überführt. 
Transwell-Inserts (TW-Inserts) sind Einsätze für Multiwellplatten die meist aus Polystyrol bestehen. 
An ihrer Unterseite befindet sich eine semipermeable Membran, beispielsweise aus Polyester oder 
Polycarbonat, mit variabler Porengröße. Sie können in der Multiwellplatte hängen oder auf kleinen 
Aufsätzen stehen. Die Zellen adhärieren an der Membran und können so von nur einer Seite (z.B. 
bei der Kultur von basolateralen Zellen, wie epitheliale Deckzellen) oder von beiden Seiten optimal 
mit Medium und Nährstoffen versorgt werden, während Stoffwechselprodukte abdiffundieren 
können (MURDOCH et al. 2007). So kann beispielsweise die, für eine effiziente Chondrogenese 
notwendige, hohe Zelldichte eingesetzt und trotzdem eine optimale Versorgung der Zellen 
gewährleistet werden (JOHNSTONE et al. 1998, YOO et al. 1998, NAUMANN et al. 2004). Mit dieser 
Methode ist auch die Versorgung eines mehrphasige TE-Konstrukten mit unterschiedlichen Medien 
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möglich. Im Knorpel-TE konnten durch TW-Inserts bereits trägermaterialfreie, Matrix-reiche 
Konstrukte durch chondrogene Kultivierung von MSC oder Chondrozyten generiert werden (HU und 
ATHANASIOU 2006, NOVOTNY et al. 2006, MURDOCH et al. 2007). Dabei entstehen runde 
Knorpelscheiben die durch die Matrixsynthese der Zellen an Dicke zunehmen. Bei der 
chondrogenen Kultivierung von humanen MSC in TW-Inserts entstehen bereits nach 2 Wochen 
flache hyalinartige Scheiben. Diese zeigen eine höhere Kollagen Typ II- und Aggrecan-Expression 
sowie eine erhöhte, innerhalb des Konstrukts homogenere Synthese von Proteoglykanen, 
verglichen mit der Pelletkultur (MURDOCH et al. 2007). Außerdem können so formstabile Konstrukte 
mit einem definierten Durchmesser generiert werden (ELDER et al. 2009). Abbildung 2.7 zeigt TW-
Inserts der Firma Corning, wie sie in dieser Studie verwendet wurden. 
 
 
Abbildung 2.7 Transwell-Inserts. Fotos von TW-Inserts der Firma Corning mit einem Durchmesser 
von 6,5 mm und einer Polycarbonat-Membran mit 0,4 µm Porengröße einzeln (A) und in einer 
Multiwellplatte hängend (B). 
Weitere Methoden des Trägermaterial-freien TE sind unter anderem die Herstellung in nicht 
adhärenten Agaroseformen, die TEC-Methode (scaffold-free three dimensional tissue-engineered 
construct) oder die ARC-Methode (alginate recovered chondrocytes method). Bei der TEC-Methode 
werden Zellen (z.B. MSC) in einer Petrischale für 7 bis 14 Tage in Monolayer-Kultur kultiviert. 
Anschließend wird durch vorsichtiges Pipettieren die dünne Schicht aus Zellen und EZM von der 
Oberfläche gelöst und in einer Suspensionskultur weiter kultiviert. Durch die stattfindende 
Kontraktion entsteht ein dreidimensionales TEC (ANDO et al. 2007). 
2.3.3 Wachstumsfaktoren 
Die Chondrogenese wird durch ein Zusammenspiel verschiedener Signalmoleküle reguliert (YU et 
al. 2012). Diese haben Einfluss auf die Zellproliferation, die Differenzierung, die Produktion von EZM 
und die Apoptose. Von einigen dieser Signalmoleküle wurde bereits nachgewiesen, dass sie bei 
Zellen die chondrogene Differenzierung induzieren können. Dazu gehören TGF-β1-3, BMP 2-6 und 
IGF-1 (STEINERT et al. 2008). TGF-β ist dabei der Wachstumsfaktor, der in fast allen gängigen 
Differenzierungsprotokollen im Knorpel-TE zu finden ist (SOMOZA et al. 2014). Da TGF-β1 und 
BMP-6 in den Versuchen dieser Doktorarbeit verwendet werden, wird die TGF-β-Superfamilie sowie 
die BMP-Familie im Folgenden genauer beschrieben. 
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2.3.3.1 Transformierende Wachstumsfaktoren beta (Transforming growth factor beta, 
TGF-β) 
Transformierende Wachstumsfaktoren (TGF) sind Signalmoleküle, die nochmals in TGF-α- und 
TGF-β-Superfamilien sowie in die BMP-Familie unterteilt werden können. Von der TGF-β-
Superfamilie sind bei Säugetieren bisher drei verschiedene Typen bekannt: TGF-β1, 2 und 3. TGF-
β spielt eine wichtige Rolle in der Entwicklung von Knochen- und Knorpelgewebe (KINGSLEY 1994). 
Es ist außerdem, neben einer hohen Zelldichte und der Anwesenheit von Glukokortikoiden, wichtig 
für die chondrogene Differenzierung von MSC (JOHNSTONE et al. 1998, HALL und MIYAKE 2000, 
BARRY et al. 2001, TULI et al. 2003). So wird es in einer Vielzahl von In-vitro-Modellen gezeigt, 
dass es die Knorpelbildung stimuliert (URIST 1965, SEYEDIN et al. 1987). Es fördert die Expression 
chondrogener Markerproteine und die Produktion von Komponenten der EZM wie Kollagen Typ II, 
Aggrecan, Biglycan und Decorin (YOO et al. 1998, BARRY et al. 2001, SEKIYA et al. 2002). Narcisi 
et al. zeigte, dass TGF-β einen fördernden Einfluss auf die Hypertrophie von MSC hat (NARCISI et 
al. 2012). Andere Studien wiederum zeigen auf, dass TGF-β die Hypertrophie im Knorpel durch 
Inhibierung der Expression von Kollagen Typ X und MMP-13 verhindert (SHI und MASSAGUÉ 2003, 
ZHANG et al. 2004, MELLO und TUAN 2006). Des Weiteren fördert TGF-β die Proliferation und 
Ablagerung von EZM bei Chondrozyten und spielt eine wichtige Rolle in der Redifferenzierung, 
nachdem die Zellen von einer Monolayerkultur in eine 3D-Kultur überführt worden sind (MORALES 
1991, ZIMBER et al. 1995, PITTENGER et al. 1999). 
2.3.3.2 Knochenmorphogenetisches Protein (Bone Morphogenic Protein, BMP) 
Die Knochenmorphogenetischen Proteine stellen eine Unterfamilie der TGF-β-Superfamilie dar. Sie 
sind während der Embryogenese an der Entwicklung des Skelettsystems beteiligt (DUPREZ et al. 
1996). Als supplementierter Wachstumsfaktor bei In-vitro-Studien wurde nachgewiesen, dass BMPs 
die chondrogene Differenzierung von MSC fördern und die Kollagen Typ II- und Aggrecan-
Produktion von Chondrozyten erhöhen (ARNTZ 1994, SEKIYA et al. 2002, MILJKOVIC et al. 2008). 
Sie stimulieren außerdem das Wachstum von Osteoblasten sowie die osteogene Differenzierung 
(VAN BEUNINGEN et al. 1998, POGUE und LYONS 2006). Allerdings wurde auch gezeigt, dass 
die Effekte auf kondensierte MSC wirksamer, auf MSC in geringeren Zelldichten aber eher klein sind 
(GAWANDE und TUAN 1990, ROARK und GREER 1994). Die wichtigsten Vertreter für das Knorpel-
T.E. sind BMP-2, -4, -6 und -7. Für BMP-2 konnte nachgewiesen werden, dass es bei Vorläuferzellen 
die Produktion von knorpeliger EZM (Kollagen Typ II und Aggrecan) und eine Abnahme der Kollagen 
Typ I-Genexpression bewirkt (LUYTEN et al. 1994, SEKIYA et al. 2005, SHINTANI und HUNZIKER 
2007). Für BMP-4 und -6 konnte ebenfalls ein positiver Effekt auf die Chondrogenese von 
Vorläuferzellen sowie eine Erhöhung der Proteoglykan- und Kollagen Typ II-Produktion festgestellt 
werden. Allerdings wurden dabei kein so starker Effekt wie durch BMP-2 festgestellt (SEKIYA et al. 
2005). Auch für BMP-7 wurde ein stimulierender Einfluss auf die Produktion von Kollagen Typ II und 
Proteoglykan nachgewiesen (LIETMAN et al. 1997). Allerdings führt eine längere Behandlung mit 
BMPs zu einer hypertrophen Differenzierung von Chondrozyten (SHINTANI und HUNZIKER 2007). 
2.3.4 Bioprinting 
Als Bioprinting wird eine Methode bezeichnet, bei der lebende Zellen, Komponenten der EZM, 
biochemische Faktoren, Proteine, Medikamente und Trägermaterialien durch Drucktechnologie auf 
ein Substrat (fest, gelartig oder wässrig) aufgebracht werden (DEMIRCI und MONTESANO 2007, 
Literaturübersicht 
 23 
MIRONOV et al. 2008, MOON et al. 2009, XU et al. 2010). Der Vorteil dieser Methode ist, dass 
komplexe dreidimensionale Strukturen schnell und relativ einfach hergestellt werden können und 
eine genaue Nachbildung auch kleinster biologischer Strukturen möglich ist (MIRONOV et al. 2003, 
MIRONOV et al. 2008). Die, als „Biotinte“ bezeichneten, Trägermaterialien und/oder Zellen werden 
dabei Schicht für Schicht übereinander gedruckt (MELCHELS et al. 2012). So ist es möglich Zellen 
innerhalb eines Konstrukts präzise zu platzieren und so anzuordnen wie im natürlichen Gewebe 
(DERBY 2012). Als Trägermaterialien können sowohl natürliches als auch synthetisches Material 
eingesetzt werden (MIRONOV et al. 2006). Durch das Bioprinting soll zukünftig eine 
reproduzierbare, automatisierte und personalisierte Produktion von Gewebe- und Organ-Ersatz 
ermöglicht werden. Neben dem Bereich des T.E. ist es eine vielversprechende Methode für die 
regenerative Medizin und die Krebsforschung (XU et al. 2011). Mittels dieser Technik konnten unter 
Anderem bereits Hautgewebe, Nieren-Tubuli, Aortenklappen und Trachealschiene hergestellt 
werden (DUAN et al. 2013, LEE et al. 2013, ZOPF et al. 2013, HOMAN et al. 2016). Auch im Bereich 
Knorpel-TE wird diese Methode bereits verwendet (CUI et al. 2012). Dabei gelang die Herstellung 
von nicht-zonalen chondralen ebenso wie von osteochondralen Konstrukten. So ist es bereits 
gelungen, porzine EZM zur Herstellung von Knorpel-Konstrukten zu drucken (PATI et al. 2014). 
Federovich et al. druckten osteochondrale Konstrukte mit Hilfe von Chondrozyten und 
Osteoprogenitorzellen (FEDOROVICH et al. 2011). Mittels in Alginat gedruckten Chondrozyten 
gelang es Kundu et al. ein Konstrukt zu drucken, dass eine Ablagerung von GAG-reicher EZM 
aufwies (KUNDU et al. 2015). Aktuelle Studien beschäftigen sich auch mit dem Bioprinting von 
zonalen Knorpelkonstrukten. Dies wurde z.B. bereits mit Alginat-Hydrogelen oder auch 
PEG/Heparin-Hydrogelen untersucht. Diese Technologie erlaubt neben dem zonalen 
Unterschieden, hinsichtlich der Gel-Eigenschaften, auch die Nachahmung der topografischen 
Zellanordnung im nativen Knorpel (KLEIN et al. 2003).  
Allerdings unterscheiden sich die verwendeten Bioprinting-Methoden dabei mitunter deutlich. 
Es werden 3 Methoden zur Herstellung gedruckter TE-Konstrukte unterschieden. Bei der Injekt-
Methode wird ein definiertes Volumen einer Flüssigkeit durch thermale oder piezoeletrische Kräfte 
auf eine vorher definierte Stelle eines Substrats gegeben. Bei der Mikroextrusionsmethode wird die 
Biotinte pneumatisch, durch einen Kolben oder durch eine Förderschraube auf einen Träger 
gepresst. Das Laser-assistierte Bioprinting (LAB) nutzt eine pulsierende Laserquelle, eine 
Absorptionsschicht und ein Substrat mit einer speziellen Oberfläche. Das Forschungsgebiet des 
Bioprintings befindet sich allerdings noch am Anfang. 
2.3.5 Zonales Knorpel-Tissue-Engineering 
Die einzelnen Zonen im nativen hyalinen Knorpel sind hinsichtlich der Zellen, der EZM und der 
mechanischen Eigenschaften unterschiedlich strukturiert (s. S.6-7). Während die radiäre Zone vor 
allem durch einen hohen Proteoglykangehalt und eine höhere Festigkeit gekennzeichnet ist, 
zeichnen sich die darüberliegenden Schichten durch einen hohen Kollagengehalt und eine geringere 
Festigkeit aus (KIM et al. 2017). Dadurch ergeben sich auch unterschiedliche Funktionen dieser 
Schichten. Ein TE-Konstrukt, dass vor allem die mechanische Funktion des Knorpels bestmöglich 
imitieren soll, sollte demnach auch die zonale Struktur wiederspiegeln. 
Eine besondere Bedeutung innerhalb des zonalen Aufbaus hat die Grenze zwischen dem artikulären 
Knorpel und dem subchondralen Knochen. Sie besteht aus mineralisierten Knorpel (kalzifizierte 
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Zone). Diese Übergangszone dient der optimalen Übertragung bzw. Umverteilung von (Scher-
)Kräften zwischen dem harten Knochen- und dem relativ flexiblen Knorpelgewebe ohne eine 
Ablösung der Knorpel-Knochen-Verbindung hervorzurufen (HOEMANN et al. 2012). In Studien, die 
die Generierung osteochondraler Konstrukte zum Ziel hatten, konnte gezeigt werden, wie wichtig 
eine solche Schicht hinsichtlich der Verbindung zwischen Knorpel- und Knochenzone ist 
(BOUSHELL et al. 2017). Es wird vermutet, dass die starke Verbindung zwischen Knochen und 
Knorpel eine laterale Ausdehnung des artikulären Knorpels, und somit Risse innerhalb des Gewebes 
bei Belastung des Gelenks verhindert (ZIZAK et al. 2003). Die kalzifizierte Knorpelzone ist also 
unerlässlich für die Funktion des Knorpelgewebes. 
Die Integration von TE-Konstrukten in Knorpel-Vollschichtdefekte stellt ein großes Problem dar 
(KHAN et al. 2008). Deshalb wäre ein zonales Knorpel-Konstrukt mit einer Mineralisationsschicht 
von Vorteil. Yu et al. sind der Überzeugung, dass eine Schicht zwischen Knorpel- und 
Knochengewebe, welche das Potential zur Mineralisierung aufweist, essentiell für eine erfolgreiche 
Integration eines TE-Konstrukts in einen Knorpel-Vollschichtdefekt ist (YU et al. 1997). Es wurde 
außerdem gezeigt, dass eine Schicht kalzifizierten Knorpels neben einer verbesserten Integration 
auch bessere mechanische Eigenschaften des Regenerationsgewebes bewirkt (KANDEL et al. 
2006, ALLAN et al. 2007, ST-PIERRE et al. 2012). 
Aufgrund der Vorteile eines zonalen Aufbaus von Knorpel-TE-Konstrukten hinsichtlich der besseren 
mechanischen Eigenschaften und der Integration, wurde in den letzten Jahren von einigen 
Forschergruppen versucht dies umzusetzen. Es wurde gezeigt, dass eine unterschiedliche 
Vordifferenzierung von humanen Knochenmark-MSC zu einer Mineralisierung des Knorpels in nur 
einer Schicht eines Zweiphasigen Konstrukts führte. Dies wiederum führte zu einer verbesserten 
Haftung des Konstrukts auf einem Kalzium-Polyphosphat-Zylinder, verglichen mit Konstrukten ohne 
eine mineralisierte Zwischenschicht. Allerdings zeigte diese Studie auch, dass die nicht-
mineralisierte Knorpelschicht weniger EZM produzierte und damit dünner war, verglichen mit einer 
Kontrollgruppe die nicht zur Mineralisation angeregt wurde (LEE et al. 2015). 
MSC eignen sich zur Herstellung einer mineralisierten Knorpelschicht, da sie nach chondrogener 
Induktion, in vitro und in vivo hin zu einem hypertrophen Phänotyp differenzieren. In Studien, in 
denen MSC subkutan in Mäuse implantiert wurde, wurde gezeigt, dass diese hypertroph 
differenzierten, während Chondrozyten eine stabile hyaline Knorpelmatrix produzierten (PELTTARI 
et al. 2006, VINARDELL et al. 2012b). Außerdem produzieren sie während der Differenzierung eine 
EZM, die bei Anwesenheit einer Phosphatquelle mineralisiert (MUELLER und TUAN 2008). 
Demnach wäre eine Verwendung von Chondrozyten zur Generierung einer oberflächlichen hyalinen 
Schicht und MSC zur Herstellung einer unteren mineralisierten Schicht angezeigt. Allerdings wurde 
in unserer Arbeitsgruppe bereits gezeigt, dass eine Co-Kultur von Chondrozyten und MSC unter In-
vitro-Bedingungen die Hypertrophie der MSC durch die Chondrozyten unterdrückt (FISCHER et al. 
2010). Die Ergebnisse legten nahe, dass das von den Chondrozyten sezernierte PTHrP 
(Parathyroid-hormon releasing protein) entscheidend daran beteiligt ist (FISCHER et al. 2014). Des 
Weiteren setzen chondrogen induzierte MSC eine Reihe von Wachstumsfaktoren und Zytokinen, 
wie TGF-β3, BMP-2, IGF-1 und FGF-2, frei (SEKIYA et al. 2002). Diese könnten der Grund für die 
positive Wirkung der Co-Kultur auf die Matrixablagerung von Chondrozyten haben (TSUCHIYA et 
al. 2004, WU et al. 2011). Durch eine solche Co-Kultur kommt es erwiesenermaßen zu einer 
erhöhten Proliferation dieser Zellen (WU et al. 2011, ACHARYA et al. 2012). Während also eine Co-
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Kultur von MSC und Chondrozyten förderlich für die Generierung einer hyalinen Schicht aus 
Chondrozyten ist, ist sie hinderlich bei der Mineralisation der MSC-haltigen Schicht. Aus diesem 
Grund wäre die Verwendung eines Trägers, welcher die Diffusion der von den Chondrozyten 
produzierten antihypertrophen Faktoren hin zu den MSC vermindert oder gar unterbindet, von 
großem Vorteil. Alternativ könnten mittels Hydrogel zonale Eigenschaften durch unterschiedliche 
Aufrüstung mit Signalmolekülen begünstigt werden. Hydrogele erlauben dabei eine homogene 
Verteilung der Zellen, eine Stabilisierung des dedifferenzierten Phänotyps der Chondrozyten und sie 
fördern den Zusammenhalt zwischen einzelnen Schichten (BENYA und SHAFFER 1982, DICKHUT 
et al. 2009). 
2.4 Tiermodell Maus 
Um zu untersuchen wie sich in vitro generierte Knorpel-TE-Konstrukte unter in vivo Bedingungen 
entwickeln, stellt die immundefiziente Maus ein geeignetes Modell dar. Die Immundefizienz ist nötig, 
da die Konstrukte meist keine autologen Zellen bzw. von den Zellen produzierte Matrixbestandteile 
beinhalten. Durch eine autosomal rezessive Mutation (Prkdcscid) bilden SCID-Mäuse weder B- noch 
T-Lymphozyten aus. Sie verfügen also nicht über eine spezifische Immunantwort. Natürliche 
Killerzellen, Makrophagen und Granulozyten sind von dieser Mutation nicht beeinflusst 
(unspezifische Immunantwort) (MEYERROSE et al. 2003, TAKEUCHI et al. 2008). Dadurch sind 
SCID-Mäuse für allogene (von einem anderen Tier derselben Spezies) oder xenogene (von einem 
Tier einer anderen Spezies) Transplantationen geeignet, da es nicht zu Immunreaktionen bzw. 
Abstoßungsreaktionen kommt (MEYERROSE et al. 2003). 
Der erste Schritt für eine in vivo Studie ist meist die ektope Transplantation, zum Beispiel subkutan. 
Diese Methode ist einfach durchzuführen und führt zu ersten Erkenntnissen über die Entwicklung 
der Konstrukte in vivo. Die ektope Transplantation von MSC, Chondrozyten und Knorpel-TE-
Konstrukten in subkutane Taschen wurde bereits von mehreren Arbeitsgruppen durchgeführt 
(VACANTI et al. 1991, ERICKSON et al. 2002, MA et al. 2005, PELTTARI et al. 2006, DICKHUT et 
al. 2008, ZHAO et al. 2012). Fraglich ist allerdings inwieweit die Ergebnisse einer subkutanen In-
vivo-Studie auf die Entwicklung von Konstrukten in orthotopen Verhältnissen übertragen werden 
können. Mechanische Eigenschaften, die unter subkutanen Bedingungen fehlen, wie 
hydrostatischer Druck und dynamische Kompression sowie der direkte Einfluss des subchondralen 
Knochens spielen eine wichtige Rolle in der Regulation der enchondralen Differenzierung und 
Matrixproduktion von MSC (BIAN et al. 2011b, STEWARD et al. 2012, THORPE et al. 2012, 
VINARDELL et al. 2012a). Dafür wirken anderen mechanische Kräfte auf die Implantate in 
subkutanen Taschen ein (MORAN et al. 2016). Außerdem ist das subkutane Gewebe gut 
vaskularisiert, wodurch sowohl nicht steuerbare endogene Signalmoleküle als auch eine höhere 
Sauerstoffversorgung vorhanden sind (REILLY und ENGLER 2010). Im Gelenk dagegen herrscht 
ein geringer O2-Partialdruck vor, von dem nachgewiesen wurde, dass er die Hypertrophy und die 
Expression von Markern der enchondralen Ossifikation hemmt (SHEEHY et al. 2012). Außerdem 
kann im ektopen Modell die Integration der Konstrukte nicht beurteilt werden. Trotzdem liefern 
solche Untersuchungen erste Hinweise auf die Entwicklung der Konstrukte in vivo. 
Bei vielversprechenden Ergebnissen folgt in der Regel eine orthotope Transplantation. D.h. die 
anatomische Lage stimmt überein. Im Falle von hyalinen Knorpel-TE-Konstrukten werden diese 
meist nach der Generierung eines Defekts in das Kniegelenk implantiert. Dafür stellte sich das 
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Minipig als besonders geeignetes Modell heraus (GOTTERBARM et al. 2008). Allerdings ist bei 
Großtiermodellen immer der hohe Zeit- und Kostenaufwand zu beachten. 
2.5 Problemstellung und Zielsetzung 
2.5.1 Problemstellung 
Für die Therapie von Knorpelvollschichtdefekten stellt das T.E. eine vielversprechende Alternative 
zu bisherigen Therapieoptionen dar. Um die Langzeitstabilität und Integration des 
Knorpelersatzgewebes in die Defekte zu gewährleisten, sowie optimale biomechanische 
Eigenschaften dieser Konstrukte zu erreichen, ist ein zonaler Aufbau erfolgversprechend. Dabei ist 
die Generierung einer mineralisierten unteren Knorpelschicht von besonderer Bedeutung, da diese 
kalzifizierte Knorpelzone essentiell wichtig für die Verbindung zwischen Knorpel- und Knochen ist 
(BOUSHELL et al. 2017). Zwar gab es bereits erfolgreiche Versuche bizonale osteochondrale 
Konstrukte herzustellen, jedoch kam es hierbei zur Ausbildung von Knochengewebe in der 
Knorpelschicht (NUKAVARAPU und DORCEMUS 2013). Auch eignen sich diese Ansätze nur für 
die Behandlung von Defekten, die bis in den subchondralen Knochen reichen. Bei der Mehrzahl 
fokaler Knorpelschäden muss allerdings nur die eigentliche Knorpelzone ersetzt werden. 
Osteochondrale Konstrukte sind daher keine Vorbilder für ein zonales Knorpelersatzgewebe, 
welches aus oberem hyalinem Knorpel und unterem kalzifiziertem Knorpel besteht. Einige Studien 
zeigten bereits, dass die Herstellung zonaler rein chondraler Konstrukte sowohl mit MSC als auch 
AC möglich ist (KANDEL et al. 1999, KLEIN et al. 2003, ALLAN et al. 2007, HAYES et al. 2007, LEE 
et al. 2015). Allerdings konnte dabei die Begrenzung der Mineralisation ausschließlich auf die untere 
Schicht bisher nicht erreicht werden. 
Des Weiteren ist die Formstabilität von Knorpelersatzgewebe von großer Bedeutung. Da die 
Produktion hyaliner EZM einige Zeit in Anspruch nimmt und bis dahin die Defektfüllung durch das 
T.E.-Konstrukt übernommen wird, darf dieses seine Form nicht verändern. Häufig kommt es bei 
zellhaltigen Hydrogelen aufgrund der Eigenschaft des Materials, der neu gebildeten Kollagenfasern 
und der darin enthaltenen Zellen zu einer Kontraktion des Konstrukts (HOMMINGA et al. 1993, 
JOCKENHOEVEL et al. 2001b, SHEEHY et al. 2013). 
Die Herausforderung bei der Herstellung zonaler chondraler T.E.-Konstrukte besteht also darin, ein 
Herstellungsdesign sowie passende Biomaterialien zu finden, die dabei helfen die Ablagerung 
hyaliner EZM in der oberen Zone zu fördern und gleichzeitig die Mineralisation auf die untere Zone 
zu beschränken ohne Knochengewebe zu bilden, sowie eine ausreichend lange Formstabilität zu 
gewährleisten. 
2.5.2 Zielsetzung 
Ziel dieser Studie war es, ein formstabiles bizonales Knorpelersatzgewebe mit einer oberen 
hyalinartigen, nicht-mineralisierten Knorpelzone und einer unteren hypertrophen, mineralisierten 
Knorpelzone zu generieren, bei dem sich die Mineralisation in vitro und in vivo auf die untere Zone 
beschränkt und die Bildung von Knochengewebe dauerhaft verhindert wird. Außerdem sollte die 
zonale Entwicklung so weit wie möglich in vivo ohne längere vorherige In-vitro-Kultivierung von 
statten gehen, um bei der Verwendung von autologen Zellen bei einem potentiellen therapeutischen 
Einsatz den Zeitraum zwischen Zellgewinnung und Einsetzen des Konstrukts so gering wie möglich 
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zu halten bzw. im besten Fall beides in nur einer Operation zu realisieren. Damit würden bisherige 
Nachteile, wie der Zeitaufwand und die hohen Kosten einer vitro-Kultur, verringert werden bzw. 
wegfallen. 
Um T.E.-Konstrukte hinsichtlich der Form optimal an Defekte anpassen zu können, sollte das 
Bioprinting, mit dem auch kleine komplexe dreidimensionale Strukturen hergestellt werden können, 
als Methode zur Herstellung der zonalen Knorpel-Konstrukte ausgetestet werden. Für einen 
möglichen späteren Einsatz am Großtier sollte die Verwendung von porzinen ACs (pACs) und 
porzinen MSC (pMSC) im Bioprinting etabliert, sowie alternativ mit gegossenen zonalen Konstrukten 
gearbeitet werden. 
Da MSC in vitro und in vivo eine enchondrale Differenzierung durchlaufen, schienen diese optimal 
zur Herstellung einer unteren mineralisierten Zone geeignet, während ACs aufgrund der Bildung 
hyaliner EZM und ihrer Resistenz gegenüber Mineralisation für die Herstellung einer oberen 
hyalinartigen nicht-mineralisierten Zone dienten. 
Aufgrund der bereits nachgewiesenen Vorteile von starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogelen bei der 
Kultivierung von MSC und ACs, wurden diese beiden Trägermaterialien innerhalb dieser Arbeit 
verwendet und miteinander verglichen. Hierbei bestand die Hypothese, dass starPEG/Heparin-
Hydrogel durch das enthaltene hochsulfatierte Heparin die Mineralisierung der oberen Zone sowie 
die Bildung von Knochengewebe verhindert. Als Alternative zum Einsatz eines Hydrogels für die 
untere Zone, sollten Hydrogel-freie selbstkondensierte pMSC-Knorpelscheiben untersucht und auf 
ihr Potential zur hypertrophen Differenzierung und In-vivo-Mineralisation getestet werden. 
Basierend auf dieser Untersuchung sollte die optimale Kombination von Biomaterial, Zellquellen und 
Kulturbedingungen für ein zonales Knorpelersatzgewebe gefunden werden, das möglichst 
weitgehend in vivo zu einer oberen hyalinartigen nicht-mineralisierten und einer unteren 
mineralisierten Knorpelzone ausreift und vielversprechend ist für die Therapie von chondralen 
Defekten, die sich nicht in den subchondralen Knochen ausdehnen.
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3 Tiere, Material und Methoden 
3.1 Tiere 
3.1.1 Versuchstiere und Tierhaltung 
Für die In-vivo-Untersuchungen wurden die Konstrukte subkutan in 9 immundefiziente weibliche 
Mäuse (CB17/Icr-Prkdcscid/IcrIcoCrl, SCID) implantiert. Die verwendeten Tiere waren zum 
Zeitpunkt der Operationen zwischen 10 und 12 Wochen alt, wogen zwischen 18 und 21 g und 
wurden von der Firma Charles River bezogen.  
Die Käfige der Mäuse standen, auβer während der Zeit der Operationen, in einem Überdruckisolator 
in dem eine keimfreie Haltung unter konstanten Bedingungen möglich war (Temperatur: 22° C, 
Luftfeuchte: 43-45 %, Druck: 75 kPA, 12 Stunden Tag-Nacht-Rhytmus). Während der 
Akklimatisierungsphase von 2 Wochen wurden alle 9 Tiere in einem Polysulfon-Käfig (Typ III) mit 
Filterhaube und Polyesterflies, sterilem Einstreu (3-4cm hoch), sterilem frei zugänglichen Futter und 
Wasser sowie sterilem Enrichment-Material (Häuser, Nestlets, Naturkork, Papprollen) gehalten. 
Frisch operierte Tiere wurden 7 Tage post OP separat von den restlichen Tieren in Dreiergruppen 
in einem Polysulfon-Käfig Typ II gehalten. Um die Gefahr einer Nahtdehiszenz zu minimieren und 
die bewusstseinsbeeinträchtigten Tiere nicht zu gefährden, erhielten die Mäuse bis ca. 24 Stunden 
post OP kein Enrichment-Material sowie zusätzlich sterile Haferflocken im Einstreu. Nach Ablauf 
einer Woche wurden die operierten Tiere in einen frischen Käfig mit den jeweils anderen Tieren 
zusammengesetzt. Für die restliche Standzeit (6 Wochen) wurden sie wie in der 
Akklimatisierungsphase gehalten. Die Käfige (mit Einstreu und Nestlets) sowie das Wasser wurden 
einmal wöchentlich gewechselt. Das restliche Enrichment-Material wurde je nach Bedarf 
ausgetauscht. Die Gesundheit und die Versorgung der Tiere mit Futter und Wasser sowie die 
Funktionsfähigkeit des Inkubators wurden täglich kontrolliert. 
Die Käfiggrößen entsprachen zu jedem Zeitpunkt mit der entsprechenden Besatzzahl an Mäusen 
den Haltungsempfehlungen des Europarats ETS 123 und den Empfehlungen der GV-SOLAS. Die 
hier durchgeführten Tierversuche wurden vom Regierungspräsidium Karlsruhe geprüft und am 
08.09.2015 genehmigt (35-9185.81/G-144/15). 
3.1.2 Ektope Konstruktimplantation 
Die SCID-Mäuse wurden mit 120 ml/kg Körpergewicht (KGW) Ketamin und 0,5 mg/kg KGW 
Medetomidinhydrochlorid verdünnt in 0,9 %iger NaCl-Lösung, in Narkose gelegt. Das Narkosemittel 
wurde dabei intraperitoneal verabreicht. Die Schmerzausschaltung wurde nach ca. 20 Minuten (min) 
Einschlafzeit mittels Korneal- und Zwischenzehenreflex getestet und gegebenenfalls mit maximal 
zweimaliger Nachdosierung mit je 1/3 der ursprünglichen Narkosemittelmenge vertieft. Die Augen 
der Mäuse wurden mit Bepanthen®-Salbe vor Austrocknung geschützt. Während der Operation 
lagen die Mäuse auf einer, mit einem sterilen Tuch abgedeckten, 37°C warmen Heizmatte. Die OP-
Bereiche paravertebral auf Höhe des Schultergelenks und Höhe des Iliosacralgelenks wurden 
beidseits rasiert und desinfiziert. Anschließend wurde die Haut in diesen Bereichen mit einer 
Pinzette angehoben und mittels einer Hautschere ein circa 1,5 cm großer Schnitt gesetzt. Mit einer 
feineren Präparierschere wurde anschließend die Haut von Thorax durch stumpfes Präparieren 
gelöst, so dass pro Tier 4 Taschen von circa 8 mm Durchmesser entstanden. Mittels einer Pinzette 
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wurde je ein zonales Konstrukt pro Tasche so eingesetzt, dass die untere Zone am Thorax und die 
obere Zone an der Subcutis anlagen. Die Haut wurde anschließend mit einem resorbierbaren 6/0-
Nadel-Faden-Kombination in 3 bis 4 Einzelheften vernäht. 
Zur Aufhebung der Narkose wurde eine Stunde nach Gabe der letzten Narkosedosis das 
Atipamezolhydrochlorid in einer Konzentration von 2,5 mg/kg KGW subkutan verabreicht. Eine 
frühere Verabreichung ist aus tierschutzrechtlichen Gründen abzulehnen, da Atipamezol das 
Metedomidin aber nicht das Ketamin antagonisiert, und dies zu psychotropen Effekten beim Tier 
führen kann. Außerdem wurde zur Unterstützung des Kreislaufs 10 µl/g KGW 0,9 %ige NaCl-Lösung 
subkutan injiziert. 
Während der Aufwachphase befanden sich die Tiere in einem mit sterilen Papiertüchern 
ausgelegten Käfig, welcher auf einer 37°C warmen Heizplatte stand. Nachdem die Tiere sich 
selbständig bewegten und den Kopf heben konnten, wurden sie in einen frischen sterilen Käfig mit 
Einstreu umgesetzt. Nach 6 Wochen wurden die Mäuse durch zervikale Dislokation getötet. 
Anschließend wurden die Konstrukte vorsichtig unter der Haut heraus präpariert. 
3.2 Material 
Die in dieser Arbeit verwendeten Chemikalien und Reagenzien, Wachstumsfaktoren, Enzyme, 
Antikörper, Arzneimittel, Tierhaltungsmaterialien, OP-Materialien, Laborgeräte, Labormaterialien 
und die verwendete Software sind tabellarisch im Anhang in den Tabellen 1 bis 14 aufgezählt. Die 
selber hergestellten Puffer und Lösungen, Zellkulturmedien, Färbelösungen sowie die Hydrogele 
sind hinsichtlich ihrer Zusammensetzung bzw. Hersteller ebenfalls in diesen Tabellen im Anhang zu 
finden (S.129-136). 
3.3 Methoden 
3.3.1 Zellbiologische Methoden 
3.3.1.1 Isolierung porziner Mesenchymaler Vorläuferzellen (pMSC) aus dem 
Knochenmark 
Die in den Versuchen verwendeten MSC wurden aus dem Knochenmark adulter Minipigs (Göttinger 
Minipigs und Mini-Lewe, ca. 2 Jahre alt) isoliert. Die Tiere waren Bestandteil eines eigenständigen 
vom Regierungspräsidium Karlsruhe genehmigten Versuchsvorhabens an dessen Ende sie 
euthanasiert wurden (35-9185.81/G-117/16). Bei den frisch euthanasierten Tieren wurde nach 
Durchtrennen der äußeren Hüft- und Kruppenmuskulatur ein Zugang zum Beckenkamm geschaffen. 
Anschließend wurde ein Knochenmark-Biopsie-Kanüle mittels eines Holzhammers in den 
Beckenkamm geschlagen und durch eine, mit 0,5 ml Heparin benetzte Einwegspritze, Knochenmark 
aspiriert. 
Das Aspirat wurde anschließend in ein 50 ml Zentrifugenröhrchen überführt und mit dem doppelten 
Volumen PBS aufgefüllt. Es folgte eine Zentrifugation bei 1800 Umdrehungen pro Minute (rounds 
per minute, rmp) über 10 min. Der Überstand über dem entstandenen Zellpellet wurde abgenommen 
und verworfen. Das Pellet wurde daraufhin in 15 ml PBS vorsichtig resuspendiert und vorsichtig auf 
15 ml Ficoll geschichtet. Das Röhrchen wurde anschließend einer Dichtegradientenzentrifugation 
unterzogen (2.700 rpm, 30 min, ohne Bremsvorgang). Da Ficoll mit 1,077 g/ml eine höhere Dichte 
als PBS mit 1,00 g/ml (bei 20°C) aufweist erfolgte eine Trennung der unterschiedlichen 
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Zellfraktionen je nach Dichte bei dem sich die MSC als deutlich weißlich-trübe Schicht zwischen 
PBS und Ficoll darstellte. Erythrozyten, Granulozyten und Zelltrümmer sammelten sich unter der 
Ficoll-Schicht am Boden des Röhrchens. Die MSC wurden vorsichtig mittels einer Einweg-
Stabpipette abgesaugt, in ein neues 50 ml Zentrifugationsröhrchen überführt und mit PBS auf 50 ml 
aufgefüllt. Es folgte eine weitere Zentrifugation bei 1.800 rpm über 10 min. Der Überstand über dem 
Zellpellet wurde verworfen. Dieser Waschschritt wurde nochmals wiederholt. Anschließend wurde 
das Zellpellet in 10 ml ES-Medium gründlich resuspendiert. Die Zellen wurden gezählt, in T75-
Zellkulturflaschen in einer Dichte von 125.000 Zellen/cm2 ausgelegt Passage 0 (P0) und bei 37°C 
und 6 % CO2 kultiviert. Nach 3 Tagen adhärierte die Mehrheit der pMSC am Boden der 
Zellkulturflasche. Das Medium wurde abgenommen, die Zellen mit ca. 5 ml PBS vorsichtig 
gewaschen und anschließend mit 12,5 ml frischen ES-Medium versorgt und weiter kultiviert. Der 
Wechsel des Mediums erfolgte anschließend dreimal pro Woche.  
3.3.1.2 Expansion der porzinen MSC 
Nach Erreichen einer Konfluenz von 80 bis 90 % der Zellen in P0 wurden diese mit PBS gewaschen 
und danach mit Trypsin abgelöst. Trypsin ist eine alkalische Pankreasprotease, die Peptidbindungen 
der Adhäsionsmoleküle der adhärierten Zellen spaltet und so zu einer Ablösung der Zellen vom 
Boden der Zellkulturflasche führt. Dieser Vorgang wurde nach dem Ablösen möglichst aller Zellen 
mittels Zugabe von FCS-haltigen Medium (ES-Medium) gestoppt. Anschließend wurden die Zellen 
in T175-Zellkulturflaschen in einer Dichte von 5.000 Zellen pro cm2 ausgelegt und bei 37°C und 6 % 
CO2 kultiviert (P1). Der Mediumwechsel erfolgte dreimal wöchentlich. Sobald eine Konfluenz von 
80-90 % erreicht war, wurden die Zellen abermals Oberfläche der Zellkulturflasche abgelöst und neu 
ausgelegt (P2).  
3.3.1.3 Zellkonservierung der porzinen MSC 
Nachdem die MSC in P2 eine Konfluenz von 80 bis 90 % erreicht hatten, wurden sie nach der 
Ablösung mit Trypsin und dem folgenden Zentrifugationsschritt in einer entsprechenden Menge 
Kryokonservierungsmedium resuspendiert (max. Zellkonzentration von 5x106 Zellen/ml). Das im 
Kryokonservierungsmedium enthaltene DMSO dient als Kälteschutzmittel und verhindert eine 
Bildung von Kristallen, welche die Zellen bzw. Zellorganellen während des Einfriervorgangs 
schädigt. Je 1ml der Kryo-Zellsuspension wurde in spezielle Kryo-Vials pipettiert und anschließend 
für 24 Stunden in einem Gefrierbehälter (Mr. Frosty™) bei -80°C aufbewahrt. Die Gefrierbehälter 
besitzen eine doppelte Wandung, die mit Isopropanol befüllt ist, welche eine langsame und für die 
Zellen schonende Abkühlung gewährleistet (ca. -1°C/min). Anschließend wurden die Vials in 
flüssigen Stickstoff (-196°C) überführt und so bis zum Versuchsbeginn konserviert. 
3.3.1.4 Isolierung und Zellkonservierung porziner artikulärer Chondrozyten (pACs) 
Die in den Versuchen verwendeten pACs wurden aus den Kniegelenken von 6 Monate alten 
Hausschweinen isoliert. Dazu wurden die Hintergliedmaßen von einem Metzger (G. Sattler GmbH, 
Heidelberg) am Hüftgelenk abgesetzte und von Muskulatur befreit ohne dabei das Kniegelenk zu 
eröffnen. Die Eröffnung erfolgte anschließend unter einer Sterilwerkbank. Der hyaline Knorpel wurde 
mittels eines Skalpells vom Kniekehlgelenk (Articulatio femorotibialis) und Kniescheibengelenk 
(Articulatio femoropatellaris) von der subchondrale Schicht getrennt. Die so erhaltenen Knorpelchips 
wurden anschließend gewogen und mittels Skalpell fein zerkleinert. Der Verdau über Nacht (mind. 
16 Stunden), bei 37°C unter ständiger Rotation erfolgte in einer Lösung bestehend aus 1 ml 
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Hyaluronidase, 1ml Kollagenase und 8 ml Chondrozyten-Expansionsmedium (CHO-Exp) pro 
Gramm Knorpel.  
Kollagenase ist ein Enzym und zählt zu den Matrixmetalloproteinasen. Es baut Kollagene ab, indem 
es die Peptidbindung zwischen Prolin und anderen Aminosäuren spaltet. Auch Hyaluronidase ist ein 
Enzym, welches Hyaluronan hydrolytisch spaltet. Kollagene und Hyaluronan sind beides 
Bestandteile der EZM im Knorpelgewebe. Durch den Abbau der EZM werden die Chondrozyten 
herausgelöst und können so isoliert werden. 
Am nächsten Tag wurde die Lösung durch ein Nylonsieb mit 40 µm Siebgröße filtriert und 
anschließend bei 1.500 rpm 10 min zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das Pellet in 
ca. 10 ml PBS resuspendiert. Die Zellen in der Zellsuspension wurden gezählt. Anschließend wurde 
die Lösung mit PBS auf 50 ml aufgefüllt und erneut zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen 
und das Pellet in Kryokonservierungsmedium resuspendiert und in einer Konzentration von 5 x106 
Zellen pro ml direkt nach dem Verdau wie bereits beschrieben kryokonserviert.  
3.3.1.5 Expansion der porzinen artikulären Chondrozyten 
Die pACs wurden je nach Bedarf aufgetaut und mit 124 ml warmen Chondrozyten-
Expansionsmedium (CHO-Exp) pro Kryo-Vial (á 1ml Kryo-Medium mit 5 x106 Zellen) verdünnt. So 
wurde das im Kryokonservierungsmedium enthaltene DMSO, welches ab 10 % cytotoxisch wirkt, 
auf 0,08 % verdünnt. Je 25 ml dieser Zelllösung (1x106 pACs) wurden dann in einer T175-
Zellkulturflasche ausgelegt (~ 5.700 Zellen/cm2) und 5 Tage bei 37°C und 6 % CO2 kultiviert 
(Passage 0). Innerhalb dieser Kultivierungszeit wurde das CHO-Exp-Medium einmal gewechselt. 
3.3.1.6 Zellzählung 
Zur Bestimmung der Zellzahl wurden 10 µl der entsprechenden Zellsuspension mit TÜRKs Lösung 
(nach Isolation der Zellen) bzw. Trypanblau (nach Splitten der Zellen) je nach Zelldichte 1:2 oder 
1:10 verdünnt. Durch die in der TÜRKs Lösung enthaltene Essigsäure werden die in der Lösung 
noch enthaltene Erythrozyten hämolysiert, während die MSC durch den enthaltenen Farbstoff 
angefärbt werden. Dies ermöglicht eine Unterscheidung der Zelltypen während der Zählung. 
Trypanblau wird von vitalen Zellen nicht aufgenommen und färbt lediglich tote Zellen dunkelblau an. 
Dadurch ist eine Unterscheidung zwischen lebenden und toten Zellen während der Zählung möglich. 
Die Zellzahlbestimmung erfolgte manuell mittels einer Neubauer-Zählkammer. Dabei wurden die 






𝑛" Gesamtzellzahl  
𝑛$ Anzahl gezählte Zellen 
𝑉$ Volumen der Großquadrate, in denen 𝑛$ermittelt wurde in 𝑚𝐿 
𝑉𝐹 Verdünnungsfaktor 
𝑉)	 Volumen der Suspension in 𝑚𝐿 
 
3.3.1.7 Differenzierung porziner MSC (3-Wege-Differenzierung) 
Um das Potential der osteogenen, adipogenen und chondrogenen Differenzierung der pMSC zu 
überprüfen, wurden in Passage 2 kryokonservierte Zellen im Wasserbad aufgetaut, in 10 ml ES-
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Medium pro Kryo-Vial suspendiert und 10 min bei 1.000 rpm zentrifugiert. Anschließend wurde der 
Überstand vollständig abgenommen und verworfen. Das Zellpellet wurde in frischen ES-Medium 
resuspendiert und die Zellen wurden gezählt. Es wurden 5000 Zellen/cm2 in T175-Zellkulturflaschen 
ausgelegt und bis zu einer Konfluenz von ca. 80-90 % bei 37°C und 6 % CO2 expandiert. Der 
Mediumwechsel erfolgte dreimal wöchentlich. Anschließend wurden sie mittels Trypsin aus den 
Zellkulturflaschen geerntet. Der enzymatische Vorgang wurde durch Zugabe von frischen ES-
Medium gestoppt. Die Zellen wurden zentrifugiert, der Überstand verworfen und das Pellet in PBS 
resuspendiert und gezählt. In 24-Well-Platten wurden entweder 0,5 ml osteogenes oder adipogenes 
Medium vorgelegt und 35.000 Zellen pro Well hinzu pipettiert. Die Zellen wurden bei 37°C und 6 % 
CO2 über 1, 7, 14 und 21 Tage kultiviert. Der Mediumwechsel erfolgte bei den osteogenen Kulturen 
zweimal wöchentlich mit osteogenen Medium (OM + FCS) und bei den adipogenen Kulturen dreimal 
wöchentlich mit adipogenen Medium (AM). Nach Ablauf der Kultivierungszeit wurde das Medium 
abgenommen, die Well mit PBS gewaschen und die Zellen mit 4 % PFA (adipogen differenzierte 
Zellen) oder 70 % Ethanol (osteogen differenzierte Zellen) in der Multiwellplatte fixiert. Anschließend 
wurden die Zellen mit PBS gewaschen. Die osteogen differenzierten MSC wurden für 10 min mit 
200 µl einer 0,5 %igen Alizarinrot-Lösung gefärbt und danach 5x mit Aqua dest. gewaschen. 
Alizarinrot bildet mit dem Kalzium in Mineralablagerungen ein Chelat, welches orange-rot bis braun 
gefärbt ist. Die adipogen differenzierten MSC wurden 5 min mit 60 % Isopropanol behandelt und 
anschließend für 15 min mit 200 µl einer 0,5 %igen Ölrot-O-Gebrauchslösung gefärbt. Danach 
erfolgt eine Differenzierung mit 60 % Isopropanol für ca. 5 Sekunden (Sek.) und ein einmaliges 
Waschen mit Aqua dest. Das Ölrot-O lagert sich in Lipidanteilen von Geweben ein und färbt neutrale 
Fette rot. 
Für die chondrogene Differenzierung wurden 0,5 x106 Zellen in je ein 1,5 ml Mikroreaktionsgefäß 
pipettiert, anschließend 5 min bei 1.000 rpm zentrifugiert und der Überstand verworfen. Die 
entstandenen Pellets wurden mit 0,5 ml chondrogenen Medium (CHO) vorsichtig beschichtet. Die 
Kultivierung erfolgte bei 37°C und 6 % CO2 über 7, 14, 21 und 28 Tage, wobei die Pellets nach 7 
Tagen in eine 98-Well-Platte überführt und mit 200 µl chondrogenem Medium weiterversorgt 
wurden. Das chondrogene Medium wurde dreimal wöchentlich gewechselt. Nach Ablauf der 
Kultivierungszeit wurden die Pellets geerntet, mit PBS gewaschen und histologisch auf die 
Ablagerung von Kollagen Typ II und Proteoglykane untersucht. 
3.3.1.8 Bioprinting von zellhaltigen starPEG/Heparin-Hydrogelen 
Für die Herstellung von gedruckten pMSC-haltigen starPEG/Heparin-Hydrogelen wurden 
kryokonservierte Zellen verwendet. Dabei wurde beim Auftauen und Expandieren so vorgegangen 
wie auf S.32/33 beschrieben. 
Für die Herstellung von gedruckten pAC-haltigen starPEG/Heparin-Hydrogelen wurden ebenfalls 
kryokonservierte Zellen verwendet (nach P0). Die Expansion erfolgte wie bereits auf S.31 
beschrieben. Nach der Expansionszeit wurden die Zellen mittels Trypsin abgelöst und der 
enzymatische Vorgang durch Zugabe von frischen Mediums abgestoppt. Die Zelllösungen wurden 
10 min bei 1.000 rpm zentrifugiert und der Überstand verworfen. Das entstandenen Zellpellet wurde 
in PBS resuspendiert und die Zellen gezählt. 
Zur Herstellung der für das Bioprinting benötigten Lösungen wurden die lyophiliserten HM6 
(Heparin-Maleimid) - bzw. PEG (Polyethylenglycol)-Komponenten in einem vorgegebenen Volumen 
PBS gelöst und die entsprechende Menge an Zellsuspension zu beiden Lösungen zugegeben. Die 
Tiere, Material und Methoden 
 33 
PEG-Lösung der pMSC-haltigen Hydrogele bestand zu 50 % aus PEG-SH (mit Thiolgruppen, nicht 
abbaubar) und zu 50 % aus PEG-MMP (durch Matrixmetalloproteinasen spaltbar, vollständig 
abbaubar), so dass das daraus entstandenen Hydrogel eine Abbaubarkeit von insgesamt 50 % 
besaß. Die PEG-Lösung der pAC-haltigen Hydrogele hingegen bestand zu 100 % aus PEG-MMP, 
somit waren diese zu 100 % durch Matrixmetalloproteinasen (MMP´s) abbaubar. Es wurde davon 
ausgegangen, dass die pACs das umgebende Hydrogel langsamer abbauen verglichen mit den 
pMSC. Durch die unterschiedlichen Abbaubarkeitsgrade sollte eine vergleichbare Degradation des 
Hydrogels der beiden Konstruktarten gewährleistet werden. Beide Komponenten wurden mittels 
eines Bioprinters (Nanoplotter-NP2), gesteuert mit Hilfe der NPC 16-Software, durch jeweils eine 
Pipette durch piezoelektrisches Verfahren auf ein speziell behandeltes rundes Deckgläschen 
gedruckt (Abbildung 3.1). 
Für die Evaluierung des Bioprintings mit porzinen Zellen, bei der auch die maximal mögliche Zellzahl 
ermittelt werden sollte, wurden Hydrogele aus drei Schichten gedruckt, die ein Gesamtgelvolumen 
von 9,5 µl besaßen. Für den Vergleich mit gegossenen Hydrogelen hinsichtlich der Matrixablagerung 
wurden 6-schichtige Hydrogele mit einer Zellzahl von 7,5x106 Zellen/ml und einem 
Gesamtgelvolumen von 19 µl gedruckt. Genauere Informationen zum Druckvorgang sowie das 
Verfahren zur Beschichtung der Gläschen ist auf S. 125 im Anhang beschrieben. Nach Beendigung 
des Druckvorgangs wurden die Deckgläschen mit den darauf gedruckten Hydrogelen mittels einer 
Pinzette in eine 24-Well-Platte mit 1 ml chondrogenem Medium (CHO) überführt und für 4 Wochen 
bei 37°C und 6 % CO2 kultiviert. An einigen Gelen wurden nach 3 Tagen In-vitro-Kultivierung eine 
Lebend-Tod-Färbung durchgeführt. Der Mediumwechsel der restlichen Gele erfolgte dreimal 
wöchentlich. Nach Abschluss der Kultivierungszeit wurden die starPEG/Heparin-Hydrogele mittels 
einer Bügelklinge vorsichtig von den Deckgläschen getrennt. Die Gele wurden mit PBS gewaschen 
und anschließend histologisch auf die Ablagerung von Kollagen Typ II sowie die Aktivität der 
Alkalischen Phosphatase untersucht. 
Das Bioprinting erfolgte zusammen mit den Kooperationspartnern des HydroZones-Projektes im 
Leibnitz-Institut für Polymerforschung Dresden (IPF). Der eigentliche Druckvorgang wurde von Felix 
Schrön (IPF) in meiner Anwesenheit durchgeführt. 
 
 
Abbildung 3.1 Bioprinter Nanoplotter-NP2. Foto des verwendeten Bioprinters (A) und der 
beweglichen Druckereinheit mit Pipetten (B).  
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3.3.1.9 Herstellung gegossener zellhaltiger starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogele 
Für die Herstellung der zellhaltigen gegossenen Hydrogele wurden, wie auch beim Bioprinting, 
pMSC nach P3 und pACs nach P0 verwendet und nach dem gleichen Verfahren expandiert. Das 
Resuspendieren nach der enzymatischen Ablösung und Zentrifugation erfolgte bei beiden Zellarten 
in chondrogenem Medium. Nach der Zellzählung wurden die pMSC und die pACs jeweils in 1,5 ml-
Mikroreaktionsgefäßen zu je 0,225 x106 Zellen pipettiert und anschließend bei 1.000 rpm für 10 min 
zentrifugiert. Der Überstand wurde vorsichtig und möglichst vollständig entfernt und verworfen.  
Für die Herstellung von pMSC-haltigen starPEG/Heparin-Hydrogelen wurden die MSC-Zellpellets in 
je 15 µl HM6-Lösung gründlich resuspendiert. Zu dieser Lösung wurden 15 µl PEG-Lösung, 
bestehend aus 50 % PEG-SH- und 50 % PEG-MMP-Lösung, hinzugegeben, durch maximal 
zweimaliges Auf- und Abziehen in der Pipette luftblasenfrei gemischt und anschließend in eine 
Silikonform mit einem Durchmesser von 6 mm pipettiert. Entstandene Luftblasen wurden mittels 
einer sterilen Kanüle zerstochen. Durch die Mischung der HM6-Lösung mit der PEG-Lösung startete 
ein Polymerisationsprozess durch den nach ca. 5 bis 10 min stabile Hydrogele entstand. Für die 
Herstellung der pAC-haltigen gegossenen starPEG/Heparin-Hydrogele wurde ebenso verfahren. 
Allerdings bestand die PEG-Komponente zu 100 % aus PEG-MMP. Auch bei den gegossenen 
starPEG/Heparin-Hydrogelen wurde davon ausgegangen, dass die pACs das umgebende Hydrogel 
langsamer abbauen verglichen mit den pMSC. Durch die unterschiedlichen Abbaubarkeitsgrade 
sollte auch hier eine vergleichbare Degradation des Hydrogels der beiden Konstruktarten 
gewährleistet werden. 
Zur Herstellung von Fibrin-Hydrogelen wurde ein kommerziell erhältlicher Fibrinkleber verwendet. 
Hierfür wurde die Fibrinogenlösung 1:2 und die Thrombinlösung 1:50 mit PBS verdünnt. 
Anschließend wurden die pMSC- bzw. pAC-Zellpellets in je 15 µl Fibrinogen-Lösung gründlich 
resuspendiert und mit 15 µl Thrombin-Lösung durch maximal zweimaliges Auf- und Abziehen mittels 
Pipette in der Pipettenspitze gemischt und in die Silikonform gegossen. Auch hier wurden 
entstandene Luftblasen mittels Kanüle zerstochen bevor sich das Gel vollständig vernetzte. Die 
Vernetzung der Fibrin-Hydrogele war bereits nach ca. 3 bis 7 min abgeschlossen.  
Die Zellkonzentration in beiden Hydrogelarten betrug 7,5 x106 Zellen/ml. Die Gele wurden 
anschließend aus den Silikonformen mittels eines Spatels vorsichtig herausgelöst und in je ein Well 
einer 24-Wellplatte überführt, in dem sich je 1 ml chondrogenes Medium (CHO) befand, welches 
beim Versuch zur Verbesserung des Differenzierungspotentials mit 2 % FCS oder 100 ng/ml BMP-
6 supplementiert wurde. Das Medium wurde dreimal wöchentlich gewechselt. Die Kultivierung 
erfolgte über 4 Wochen bei 37°C und 6 % CO2. Nach Ablauf der Kultivierungszeit wurden die Gele 
mit PBS gewaschen und anschließend histologisch auf die Ablagerung von Kollagen Typ II sowie 
die Aktivität der Alkalischen Phosphatase untersucht. 
3.3.1.10 Bioprinting von zonalen starPEG/Heparin-Konstrukten 
Zur Herstellung von gedruckten zonalen starPEG/Heparin-Konstrukten wurden für die obere Schicht 
pACs nach P0 verwendet, die 5 Tage in Monolayerkultur expandiert wurden. Für die untere Schicht 
wurden pMSC nach P3 verwendet, die in Monolayerkultur ca. 7 Tage expandiert wurden. Die 
Herstellung der Zelllösungen für das Bioprinting sowie der Druckvorgang selbst wurde so 
durchgeführt wie bereits beschrieben. Direkt auf die behandelten Deckgläschen wurden 3 Schichten 
pAC-haltiges starPEG/Heparin-Hydrogel (100 % abbaubar) mit einer Zelldichte von 7,5 x106 
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Zellen/ml gedruckt. Nach einem Spülvorgang der Pipetten wurden auf diese Schichten drei pMSC-
haltige Schichten starPEG/Heparin-Hydrogel (50 % abbaubar) mit der gleichen Zelldichte gedruckt. 
Die zonalen gedruckten Hydrogele auf den Deckgläschen wurden anschließend mittels einer 
Pinzette in je ein Well einer 24-Well-Platte gegeben. Die Kultivierung erfolgte in 1 ml chondrogenen 
Medium pro Well bei 37°C und 6 % CO2 über 4 Wochen. Der Mediumwechsel erfolgte dreimal 
wöchentlich. Nach Ablauf der Kultivierungszeit wurden die zonalen Konstrukte mittels einer 
Bügelklinge vorsichtig von den Deckgläschen getrennt. Die Gele wurden mit PBS gewaschen und 
anschließend histologisch auf die Ablagerung von Kollagen Typ II sowie die Aktivität der Alkalischen 
Phosphatase untersucht. 
3.3.1.11 Herstellung zonaler gegossener zellhaltiger starPEG/Heparin- und Fibrin-
Hydrogele 
Zur Herstellung gegossener zonaler starPEG/Heparin- und Fibrinkonstrukte wurden pACs nach 
Passage 0 verwendet, die 5 Tage in Monolayerkultur expandiert wurden. Die verwendeten pMSC 
nach Passage 3 wurden ca. 7 Tage in Monolayerkultur kultiviert. 
Die Herstellung der Konstrukte erfolgte wie bereits beschrieben. Als obere Zone wurden pACs in 30 
µl 100 % abbaubaren starPEG/Heparin-Hydrogel in einer Zellkonzentration von 7,5 x106 Zellen/ml 
verwendet. Als untere Zone wurden pMSC entweder in 30 µl 50 % abbaubaren starPEG/Heparin- 
oder in Fibrin-Hydrogel ebenfalls in einer Zellkonzentration von 7,5 x106 Zellen/ml verwendet. Dabei 
wurde zuerst das pAC-haltige starPEG/Heparin-Hydrogel in die Silikonform (6 mm Durchmesser) 
pipettiert und anschließend ca. 5 min ruhen gelassen um ein stabiles Geld zu erhalten. Nachfolgend 
wurde entweder das pMSC-haltige starPEG/Heparin- oder das Fibrin-Hydrogel direkt auf das pAC-
haltige Gel gegossen. Nach nochmaliger ca. 5-minütiger Polymerisations- bzw. Vernetzungsphase 
wurden die zonalen Gele mittels eines Spatels aus der Silikonform genommen und in ein Well einer 
24-Multiwellplatte mit je 1 ml chondrogenem Medium gegeben. Die Kultivierung erfolgte bei 37°C 
und 6 % CO2 über 4 Wochen. Der Wechsel des Mediums erfolgte dreimal wöchentlich. Nach Ablauf 
der Kultivierungszeit wurden die Gele mit PBS gewaschen und anschließend histologisch auf die 
Ablagerung von Kollagen Typ II sowie die Aktivität der Alkalischen Phosphatase untersucht. 
3.3.1.12 Etablierung der Herstellung von Knorpelscheiben aus porzinen MSC 
Zur Etablierung der Herstellung von formstabilen Knorpelschieben aus pMSC in der TWK wurden 
verschiedene Herstellungs- und Kultivierungsprotokolle untersucht. Die Hauptproblematik lag dabei 
in der Kontraktion der Scheiben während der ersten Tagen der chondrogenen Kultivierung in den 
TW-Inserts. Für alle Protokolle wurden kryokonservierte pMSC in verwendet. Die Zellen in Passage 
3 wurden für 7 Tage in Monolayerkultur expandiert und anschließend mittels Trypsin abgelöst. Die 
enzymatische Reaktion wurde durch ES-Medium abgestoppt, die Zelllösung 10 min bei 1.000 rpm 
zentrifugiert und der Überstand verworfen. 
Das Zellpellet wurde für Teilversuch 1 in einer geringen Menge chondrogenem Medium 
resuspendiert und die Zellzahl wurde ermittelt. Anschließend wurde durch Zugabe von 
chondrogenem Medium die Zellzahl auf 1 x106 bzw. 2 x106 pMSC pro 200 µl eingestellt. Die TW-
Inserts wurden in 24-Well-Platten gehängt. In die Vertiefung der Inserts wurden 200 µl der 
Zellsuspension hinein pipettiert. Die TW-Inserts wurden anschließend in der Multiwellplatte hängend 
5 min bei 800 rpm zentrifugiert. Nach der Zentrifugation wurde 0,5 ml bzw. 2 ml chondrogenes 
Medium in die Wells der Multiwellplatte (unteres Kompartiment) gegeben. Bei der Kultivierung mit 2 
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ml CHO wurde sowohl das unteres Kompartiment auch das TW-Insert (oberes Kompartiment) 
komplett mit Medium gefüllt. Die Platten wurden über 3 Wochen bei 37°C und 6 % CO2 kultiviert. 
Der erste Mediumwechsel des chondrogenen Mediums erfolgte nach 2 Tagen. Anschließend wurde 
das Medium dreimal wöchentlich gewechselt. Abbildung 9.1 (S. 126) gibt einen Überblick über den 
Ablauf sowie die Aufteilung der Gruppen mit den jeweils verwendeten Zellzahlen und Volumina der 
Medien. Für Teilversuch 2 wurden die Zellen vor der Applikation in die TW-Inserts in 50 ml PBS 
gewaschen um Reste des ES-Mediums bestmöglich entfernen zu können. Die Kultivierung erfolgte 
zunächst für 2 Tage mit 0,5 ml chondrogenem Medium mit bzw. ohne 10 % FCS im unteren 
Kompartiment. Anschließend erhielten die TWK für weitere 19 Tage 2 ml chondrogenes Medium 
bzw. chondrogenes Medium mit 10 % FCS (Abbildung 9.2, S.126). In Teilversuch 3 wurde die 
Zelllösung nach dem Waschen auf 4 Portionen gleichmäßig aufgeteilt, zentrifugiert und in 
chondrogenen Medien mit unterschiedlichen Konzentrationen an TGF-β1 (10 ng/ml, 2 ng/ml, 0,5 
ng/ml) bzw. in PBS resuspendiert. Die Kultivierung erfolgte mit 0,5 ml chondrogenem Medium (10 
ng/ml TGF-β1) im unteren Kompartiment über 3 Tage. In einer Gruppe wurde chondrogenes 
Medium mit einer TGF-β1-Konzentration von 0,5 ng/ml verwendet (Abbildung 9.3, S.127). Ab dem 
Tag 2 erhielten die TWK für weitere 18 Tage 2 ml chondrogenes Medium (10 ng/ml TGF-β1). In 
Teilversuch 4 wurde das Zellpelett nach dem Waschen in PBS resuspendiert und zu je 1 x106 bzw. 
0,5 x106 pMSC in TW-Inserts pipettiert. Bei einer Gruppe erfolgte keine Zentrifugation der Inserts in 
den Multiwellplatten. Die Kultivierung in den ersten 3 Tagen erfolgte mit 0,5 ml chondrogenem 
Medium mit (10 ng/ml) oder ohne TGF-β1 im unteren Kompartiment (Abbildung 9.4, S.128). In 
Teilversuch 5 wurde das als optimal ermittelte Protokoll verwendet (Waschen mit PBS, 0,5 x106 
pMSC in PBS gelöst, ohne Zentrifugation der TW-Inserts, kein TGF-β1 über die ersten 3 Tage). Die 
chondrogene Kultivierung mit TGF-β1 erfolgte anschließend über 12 bzw. 18 Tage (Abbildung 9.5, 
S.128). 
Nach Ablauf der Kultivierungszeiten der einzelnen Teilversuche wurden die TW-Inserts aus den 
Multiwellplatten entnommen und das Medium wurde entfernt. Mittels eines schmalen stumpfen 
Spatels wurde die Polycarbonatmembran der TW-Inserts von der Unterseite aus vorsichtig 
durchstochen und stumpf abgelöst. So konnten die mit der Membran verbundenen Knorpelscheiben 
aus dem Insert entnommen werden. Mittels eine spitzen Pinzette wurde im Anschluss die Membran 
vorsichtig von den Knorpelscheiben gelöst. Nach dem Fotografieren der Scheiben wurden diese 
histologisch auf die Ablagerung von Proteoglykanen und Kollagen Typ II sowie die Aktivität der 
Alkalischen Phosphatase untersucht. 
3.3.1.13 Austestung verschiedener Medien zur optimalen Mineralisation der 
Knorpelscheiben unter Beibehaltung knorpeliger EZM und Formstabiliät  
Für die Untersuchung der Mineralisation verschiedener Kulturmedien wurden Knorpelscheiben, wie 
oben beschrieben (Teilversuch 4), hergestellt. Dabei wurden 0,5 x106 pMSC verwendet und die TW-
Inserts wurden nicht zentrifugiert. Die Kultivierung über die ersten 2 Tage erfolgte mit 0,5 ml CHO 
ohne TGF-β1. Nach 3-wöchiger chondrogener Kultivierung wurden die Scheiben, wie bereits 
beschrieben, aus den TW-Inserts geerntet. Die Knorpelscheiben wurde nun mittels eines Spatels in 
je ein, mit 1 ml Medium gefülltes, Well einer 48-Well-Platte überführt. Die Aufteilung der 
Knorpelscheiben erfolgte nach dem Zufallsprinzip in die Gruppen Osteogenes Medium mit FCS 
(OM+FCS), Osteogenes Medium ohne FCS (OM-FCS), Hypertrophes Medium mit L-Thyroxin und 
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Linolsäure (HM), Chondrogenes Medium ohne TGF-β1 (CHO+β-G) und Chondrogenes Medium mit 
TGF-β1 (CHO). Bis auf das CHO enthielten alle Mineralisationsmedien 10 nm β-Glycerolphosphat. 
Pro Gruppe wurden je 2 Knorpelscheiben über einen Zeitraum von 4, 6 und 8 Wochen bei 37°C und 
6 % CO2 kultiviert. Die Medien wurden über den gesamten Zeitraum dreimal wöchentlich 
gewechselt. Nach Ablauf der Kultivierungszeit wurden die Knorpelscheiben geerntet und mit PBS 
gespült. Zur Bestimmung der Mineralisation wurden die Scheiben mittels eines µ-CT gescannt. 
Anschließend wurden sie vermessen und fotografiert. Es folgte eine histologische Untersuchung 
hinsichtlich der Ablagerung von Kalzium, Proteoglykanen, Kollagen Typ II und X sowie der Aktivität 
der Alkalischen Phosphatase. 
3.3.1.14 Vergleich der Transwell-Kultur (TWK) und Konventionellen Kultur (KK) auf die 
Kollagen Typ II-Ablagerung von pACs in starPEG/Heparin- und Fibrin-
Hydrogelen  
Für die Herstellung der zellhaltigen Hydrogele wurden pAC nach P 0 verwendet. Dazu wurden die 
Zellen nach 5-tägiger Expansion in Monolayerkultur mittels Trypsin aus den Zellkulturflaschen 
gelöst. Der enzymatische Vorgang wurde anschließend mit CHO-Expansionsmedium (CHO-Exp) 
abgestoppt und die Zellsuspension bei 1.000 rpm für 10 min zentrifugiert. Der Überstand wurde 
verworfen und das Pellet in frischen CHO-Exp resuspendiert. Die Zellzahl wurde, wie bereits 
beschrieben, bestimmt. Eine entsprechend berechnete Menge an Zelllösung wurde in je ein 1,5 ml-
Mikroreaktionsgefäß pipettiert, so dass pro Gefäß 0,9 x106 pACs vorhanden waren. Es folgte 
abermals eine Zentrifugation bei 1.000 rpm für 10 min. Der Überstand wurde vorsichtig und 
möglichst vollständig entfernt.  
Für die Herstellung von starPEG/Heparin-Hydrogelen wurden die Zellpellets in je 22,5 µl HM6-
Lösung gründlich resuspendiert. Zu dieser Lösung wurden je 22,5 µl PEG-MMP-Lösung (100 % 
abbaubar) hinzugegeben, durch maximal zweimaliges Auf- und Abziehen in der Pipette luftblasenfrei 
gemischt und anschließend in eine Form pipettiert. Entstandene Luftblasen wurden mittels einer 
sterilen Kanüle zerstochen.  Zur Herstellung von Fibrin-Hydrogelen wurden die Zellpellet in je 22,5 
µl Fibrinogen-Lösung gründlich resuspendiert und mit je 22,5 µl Thrombin-Lösung durch maximal 
zweimaliges Auf- und Abziehen mittels Pipette gemischt und anschließend in eine Form gegossen. 
Auch hier wurden entstandene Luftblasen mittels Kanüle zerstochen bevor das Gel polymerisierte.  
Für die TWK wurden die Hydrogele direkt in das TW-Insert gegossen und nach vollständiger 
Polymerisation mit dem Insert in das Well einer 24-Wellplatte gehängt. Die Zugabe von 1 ml 
chondrogenem Medium erfolgte in das untere Kompartiment. 50 µl chondrogenes Medium wurden 
in das obere Kompartiment direkt auf das Gel gegeben um ein Austrocknen der Oberfläche zu 
verhindern. Der Durchmesser der TW-Inserts betrug 6,5 mm. Am Boden der Inserts befand sich eine 
Polycarbonat-Membran mit 0,4 µm Porengröße die durchlässig für Kulturmedium, aber 
undurchlässig für Zellen und die verwendeten Hydrogele war. 
Für die konventionelle Kultur (KK) in der Multiwellplatte ohne TW-Insert wurden die Hydrogele in 
eine Silikonform gegossen, deren Durchmesser 6 mm betrug. Nach Beendigung des 
Polymerisationsvorgangs wurden die Hydrogele mittels eines Spatels aus der Form genommen und 
in je ein Well einer 24-Wellplatte gegeben. Die Kultivierung erfolgte in 1 ml chondrogenem Medium.  
Die Hydrogele wurden bei 37°C und 6 % CO2 über 6 Wochen kultiviert. Ein Wechsel des Mediums 
erfolgte dreimal wöchentlich. Nach Ablauf der Kultivierungszeit wurden die Hydrogele aus den TW-
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Inserts durch Ablösen der Polycarbonatmembran mit Hilfe eines schmalen stumpfen Spatels 
geerntet. Die Membran wurde mit Hilfe einer spitzen Pinzette von den Gelen entfernt. Nach dem 
Waschen mit PBS wurden die Hydrogele vermessen und fotografiert. Es folgte eine histologische 
Untersuchung hinsichtlich der Ablagerung Kollagen Typ II. 
3.3.1.15 Herstellung und Untersuchung zonaler Knorpelkonstrukte aus biomaterialfreien 
Knorpelscheiben und zellhaltigen gegossenen Hydrogelen 
Zur Herstellung zonaler Konstrukte wurden pMSC-generierte Knorpelscheiben, wie bereits auf S. 37 
beschrieben, durch dreiwöchige chondrogene Kultivierung in TW-Inserts generiert. Nach der 
dreiwöchigen Kultur wurden 45 µl pAC-haltige starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-
Hydrogele (20 x106 pACs/ml), wie bereits auf S. 39 beschrieben, in TW-Inserts gegossen. Auf diese 
Hydrogele wurden jeweils eine der Knorpelscheiben gelegt. Dabei wurde nach dem Gießen der 
starPEG/Heparin-Hydrogele circa 30 Sek. mit dem Auflegen der Scheiben gewartet um eine 
entsprechende Stabilität des Hydrogels zu erreichen. Nach Gießen der Fibrin-Hydrogele wurden die 
Knorpelscheiben direkt auf die Gele aufgelegt, da diese schneller vernetzten als die 
starPEG/Heparin-Hydrogele polymerisierten. Allerdings wurde eine vollständige Polymerisation 
bzw. Vernetzung der Hydrogele vermieden, um so eine stabile Verbindung der beiden Zonen zu 
gewährleisten. Nach der vollständigen Polymerisation bzw. Vernetzung wurden die TW-Inserts mit 
den enthaltenen zonalen Konstrukten in 24-Well-Platten gehängt. Zur unterschiedlichen Versorgung 
der einzelnen Zonen wurden in das untere Kompartiment je 1ml chondrogenes Medium und in das 
obere Kompartiment je 250 µl Hypertrophes Medium gegeben. Der schematische Ablauf der 
Herstellung der zonalen In-vitro-Konstrukte ist in Abbildung 3.2 dargestellt. Der Wechsel des CHO 
erfolgte dreimal wöchentlich, der Wechsel des HM erfolgte, aufgrund des geringen Volumens, 6-mal 
wöchentlich. Die Kultivierung erfolgte über 6 Wochen bei 37°C und 6 % CO2. Nach Ablauf der 
Kultivierungszeit wurden die TW-Inserts aus den Multiwellplatten entnommen und das Medium 
entfernt. Mittels eines schmalen stumpfen Spatels wurde die Polycarbonatmembran der Inserts 
vorsichtig durchstochen und vom Insert gelöst. So konnten die zonalen Konstrukte ebenfalls 
herausgelöst werden. Die Membran wurde mittels einer spitzen Pinzette von den Konstrukten gelöst. 
Für die In-vivo-Untersuchung in SCID-Mäusen wurden die zonalen Konstrukte nach demselben 
Prinzip hergestellt. Das Gießen der starPEG/Heparin- bzw. Fibrin-Hydrogele sowie das 
anschließende Auflegen der Knorpelscheiben erfolgte allerdings in Silikonformen. Bis zu 
Implantation in die SCID-Mäuse wurden die Konstrukte in den Formen belassen und in einer 
feuchten Kammer für maximal eine Stunde bei 37°C gelagert. Die zonalen Konstrukte wurden so in 
die subkutanen Taschen eingesetzt, dass die untere Zone (Knorpelscheibe) zum Thorax zeigte um 
eine bessere Versorgung dieser Zone durch die dort befindlichen Blutgefäße zu gewährleisten. 
Zur Bestimmung der Mineralisation und des Gesamtvolumens wurden µ-CT-Scans durchgeführt. 
Die zonalen Konstrukte wurden im Anschluss vermessen und fotografiert. Es folgte eine 
histologische Untersuchung hinsichtlich der Ablagerung von Kalzium, Kollagen Typ II und X sowie 
der Aktivität der Alkalischen Phosphatase. 
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Abbildung 3.2 Herstellung zonaler Konstrukte. Zur Herstellung der Knorpelscheiben werden 
pMSC in P3 aus der Monolayerkultur zu je 0,5 x106 Zellen in TWK überführt und für 3 Wochen 
chondrogen vorkultiviert. Zur Herstellung der oberen Zone werden pACs in P0 nach 5 Tagen 
Monolayerkultur in starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-Hydrogele gegossen (45 µl, 20 
x106 Zellen/ml). Auf die Hydrogele wird je eine Knorpelscheibe als (untere Zone) aufgelegt. Während 
der In-vitro-Kultivierung wird das Hydrogel (obere Zone) mit 1 ml chondrogenem Medium (CHO) im 
unteren Kompartiment und die Knorpelscheibe mit 250 µl hypertrophen Medium (HM) im oberen 
Kompartiment über 6 Wochen versorgt. Der Mediumwechsel erfolgt 3-mal (CHO) bzw. 6-mal (HM) 
wöchentlich. 
3.3.2 Bestimmung des Mineralisierungsgrades der Konstrukte (Micro-CT) 
3.3.2.1 Micro-CT-Scans 
Zur Bestimmung des Mineralisationsgrades der Knorpelscheiben sowie der zonalen Konstrukte 
wurde das Mikro-CT (µCT) Skyscan 1076 high resolution scanner sowie die Software 1076 control 
software 2.6.0 (Bruker microCT) verwendet. Die Konstrukte wurden nativ in, zu feuchten Kammern 
umfunktionierten, 5 ml Mikroreaktionsgefäßen gegen Luft gescannt. Dabei lagen die Konstrukte auf 
einem schmalen Styroporsteg. Die Mikroreaktionsgefäße wurden in einer Styroporröhre vor dem 
Scannerbett befestigt. Die Scans erfolgten bei einer Spannung von 40 kV und einer Stromstärke von 
250 µA ohne Verwendung eines Filters. Die Auflösung betrug 9 µm, die Scans durchliefen 360° 
wobei Aufnahmen in einem Rotationsschritt von 0,3° gemacht wurden. Die Belichtungszeit der Bilder 
betrug 900 ms. Jeder Scan wurde dreifach aufgenommen und daraus der Mittelwert berechnet 
(Average 3). 
3.3.2.2 Rekonstruktion 
Zur Rekonstruktion der Scans wurde das Programm NRecon (Bruker microCT) verwendet. Dabei 
wurden für alle Konstrukte die gleichen Einstellungen gewählt. Zur Reduktion der Verzerrung der 
einzelnen Pixel (Weichzeichnung) wurde ein Smoothing von 2, zur Reduzierung der Ringartefakte 
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eine Ring artefact reduction von 5, zur Kompensation des Beam-hardening-Effekts (Reduktion der 
Röntgenstrahlenhärte) eine Beam-hardening-correction von 30 % und zur Korrektur der Defekt-Pixel 
(Pixel dessen Sensitivität während des Scans variiert) ein Defect-pixel-masking von 5 % eingestellt. 
Das Post-alignment wurde über die Fine-tuning-Funktion für jedes Konstrukt individuell eingestellt. 
Es kompensiert mögliche Verschiebungen während der Erfassung (Überlagerungsfehler). Als zu 
rekonstruierenden Graubereich wurde für alle Konstrukte ein Dynamic range von 0,0 – 0,3 gewählt. 
3.3.2.3 3-D-Analyse 
Die Auswertung der Daten erfolgte mit dem Programm CT-An (Buker microCT). Damit wurde das 
Gesamtvolumen (TV, Total volume) der Konstrukte sowie das Volumen der mineralisierten Bereiche, 
Mineralisationsvolumen) berechnet. Die Schwellenwerte (Threshold) für alle Konstrukte wurden auf 
15 bzw. 64 festgesetzt. So ergaben die Grauwerte im Bereich von 15 bis 255 das gesamte Volumen 
der Konstrukte, während der Grauwertbereich von 64 bis 244 nur das mineralisierte Volumen der 
Konstrukte wiederspiegelte. Demnach ergaben die Grauwerte zwischen 15 und 65 lediglich das 
nicht mineralisierte Volumen. 
Zur Visualisierung der rekonstruierten Bilder der zonalen und nicht zonalen Konstrukte wurde das 
Programm CTVox (Buker microCT) verwendet. Aufgrund der Einstellung der Grauwerte, die für die 
Unterscheidung von mineralisierten und nicht mineralisierten Bereichen notwendig war, sind in den 
Originalbildern nur die mineralisierten Bereiche sichtbar. Um die Form der gesamten Konstrukte 
beurteilen und bildlich darstellen zu können, wurde der Kontrast für die Bilder in Abbildung 4.28, 
Abbildung 4.33 und Abbildung 9.6 nachträglich so angepasst, dass auch die nicht-mineralisierten 
Bereiche zu erkennen waren. Diese sind dadurch grau dargestellt, während die mineralisierten 
Bereiche weiß dargestellt sind. 
3.3.3 Bestimmung von Durchmesser und Dicke der Konstrukte 
Der Durchmesser und die Dicke der Konstrukte wurde direkt nach der Ernte mit Hilfe eines 
Messschiebers (Fa. Deuba GmbH & Co. KG, Merzig) auf 10 µm (0,00 mm) genau bestimmt. Im 
Anschluss wurden die Konstrukte fotografiert. 
3.3.4 Histologische Untersuchungen 
3.3.4.1 Fixierung und Paraffineinbettung der Konstrukte 
Für die histologischen Untersuchungen der zonalen und nicht zonalen Konstrukte wurden diese für 
2 Stunden in 4 %igen Paraformaldehyd (PFA) fixiert. Nach der Fixierung erfolgte eine Entwässerung 
durch eine aufsteigende Alkoholreihe (1h in 50 % Ethanol, 1h in 70% Ethanol, 1h in 96 % Ethanol, 
1h in 100 % Ethanol). Nach 20 min in Aceton wurden die Konstrukte halbiert und für 24 Stunden in 
flüssiges Paraffin (65°C) gegeben. Anschließend wurden die Konstrukte in 2,5 x 2,5 cm große 
Silikonformen auf den Schnittkanten stehend in Paraffin fertig eingebettet. 
3.3.4.2 Anfertigen von Gewebsschnitten und Vorbereitung für Färbungen 
Die vollständig ausgehärteten Paraffinblöckchen wurden über Nacht bei 4°C gelagert und 
anschließend mittels eines Schlittenmikrotoms 5 µm dicke Serienschnitte angefertigt und auf 
Superfrost® Ultra Plus Adhäsionsobjektträger aufgezogen. Dabei wurde eine Schnitttiefe der 
Paraffinblöcke gewählt, bei der beide Hälften des Konstrukts den maximalen und vollständigen 
Querschnitt aufwiesen. Pro Konstrukt wurden 12 aufeinanderfolgende Schnitte (Serienschnitte) auf 
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6 Objektträger gebracht (2 Schnitte pro Objektträger), die der Reihenfolge nach markiert waren. Die 
Objektträger mit den Schnitten wurden über mindestens 48 Stunden bei 43°C in einem 
Trockenschrank getrocknet.  
Vor jeder histologischen Färbung wurden die Objektträger 4x 5min in Roti®-Histol entparaffiniert und 
anschließend in einer absteigenden Alkoholreihe rehydratisiert (5 min in 100 % Isopropanol, 5 min 
in 96 % Isopropanol, 5 min in 70 % Isopropanol, 5 min in 50 % Isopropanol). Im Anschluss wurden 
die Proben für 5 min in destillierten Wasser gewaschen. 
Zu jeder histologischen Färbung wurden entsprechende Färbekontrollen mitgeführt, anhand derer 
die Spezifität der Färbung beurteilt wurde. Gab es Hinweise auf unspezifische Färbungen innerhalb 
der Kontrollpräparate, wurde die entsprechende Färbung wiederholt. 
Bei der histologischen Prozessierung der starPEG/Heparin-Hydrogele kam es zu Veränderungen 
der Form, wodurch die diese anhand der histologischen Bilder nur begrenzt beurteilt werden 
konnten. Durch die Entwässerung in der aufsteigenden Alkoholreihe verloren die starPEG/Heparin-
Gele deutlich an Volumen. Außerdem kam es nach der Anfertigung der Schnittpräparate während 
des „Streckens“ im Wasserbad zu einem Aufquellen, wodurch trotz schnellen Aufziehens auf die 
Objektträger meist Falten innerhalb der Gele entstanden.  
3.3.4.3 Hämatoxylin-Eosin-Färbung (H.E.-Färbung) 
Zur Beurteilung der Zellverteilung, Zellanordnung und Konstruktstruktur wurde eine Hämatoxylin-
Eosin-Färbung (H.E.-Färbung) durchgeführt. Dazu wurden die Objektträger nach dem Waschen in 
Aqua dest. für 6 min in einer Hämalaunlösung nach Mayer gefärbt. Es folgte das sogenannte 
„Bläuen“, bei dem die Schnitte zweimal in Leitungswasser getaucht wurden, bevor sie für 15 min in 
einer Küvette mit Leitungswasser belassen standen. Anschließend erfolgte ein Waschen über 5 min 
in Aqua dest. Nach 2 bis 5 min Färbung in Eosin wurden die Schnitte dreimal in Aqua dest. gespült. 
Zur Fixierung der gefärbten Strukturen wurden die Schnitte zuerst 1min in einer 96 %igen und 
anschließend zweimal je 1 min in einer 100 %igen Propanollösung getaucht. Die Objektträger 
wurden in einem letzten Schritt 4x 5min in Roti®-Histol entwässert, bevor sie mittels Neo-Mount 
eingedeckelt wurden. Nach der vollständigen Trocknung wurden sie bis zur Auswertung in 
lichtundurchlässigen Präparatekästen aufbewahrt. 
Durch den Farbstoff Hämatoxylin werden alle basophilen Strukturen blau angefärbt (z.B. Zellkerne). 
Der Farbstoff Eosin färbt hingegen alle eosinophilen Strukturen rot (z.B. Zellplasmaproteine, 
Kollagene). 
3.3.4.4 Kollagen Typ II-Färbung 
Für den Nachweis von Kollagen Typ II innerhalb der EZM wurde eine immunhistochemische 
Färbung nach der APAAP-Methode (Alkalische-Phosphatase-Anti-Alkalische-Phosphatase) 
angewandt. Dazu wurden die Schnitte nach dem Waschen in Aqua dest. für 2 min in PBS unter 
Bewegung nochmals gewaschen. Anschließend folgte das sogenannte Antigen Retrieval (Epitop-
Demaskierung) um die Immunreaktivität des Gewebes wiederherzustellen. Dafür wurden die 
Schnitte zuerst für 15 min bei 37°C mit Hyaluronidase (4 mg/ml) behandelt, gefolgt von 2 
Waschschritten (2x 3min in PBS unter leichten Schwenken). Anschließend wurde Pepsin (4 mg/ml) 
für 30 min bei 37°C auf die Schnitte gegeben, ebenfalls gefolgt von 2 Waschschritten in PBS. Um 
eine unspezifische Bindung des folgenden Primärantikörpers zu verhindern, wurden die Schnitte 
nach dem Retrieval mit einer 5 %igen BSA-Lösung über 30 min bei Raumtemperatur geblockt und 
Tiere, Material und Methoden 
 42 
anschließend wieder 2x in PBS gewaschen. Es folgte nun die Inkubation mit dem Primärantikörper 
(Anti human collagen type II, mouse IgG, Clone II-4C11, 1:1000 verdünnt) über Nacht bei 4°C. Bei 
Jeder Färbung wurde eine entsprechende Negativkontrolle mitgeführt, die nicht mit dem 
Primärantikörper behandelt wurde. Nach Entfernen der Primärantikörperlösung wurden die Schnitte 
2x in TBS pH 7,4 gewaschen (2x 7,5 min unter leichten Schwenken). Anschließend wurde der 
Sekundärantikörper (goat anti mouse IgG) in einer Verdünnung von 1:500 für 30 min bei 
Raumtemperatur aufgetragen. Es folgten 2 Waschschritte mit TBS. Zur Erhöhung der Sensitivität 
dieser Färbung und zur Reduktion von Hintergrundfärbung wurden die Schnitte mit einem 
Alkalische-Phosphatase-Anti-Alkalische-Phosphatase-Komplex behandelt (APAAP). Dieser 
Komplex besteht aus dem Enzym Alkalische Phosphatase und Antikörpern gegen dieses Enzym. 
Dieser bindet an den Sekundärantikörper, da er von der selben Spezies stammt wie der 
Primärantikörper, gegen die der Sekundärantikörper gerichtet ist. Nach weiteren 2 Waschschritten 
mit TBS wurde anschließend das Substrat in Form von ImmPACT™Vector®Red auf die Schnitte 
gegeben und über 12 min bei Raumtemperatur und unter Lichtausschluss inkubiert. Dieses Substrat 
wird durch die Phosphatase im APAAP-Komplex zu einem roten Farbstoff umgesetzt. Der 
Substratumsatz wurde anschließend mittels eines 5-minütigen Waschschrittes in TBS abgestoppt. 
Es folgte ein weiterer Waschschritt über 5 min in Aqua dest. Die Kerngegenfärbung erfolgte mittels 
Hämalaun nach Mayer über 5 min, gefolgt von leichtem 3-maligen Waschen der Schnitte in 
Leitungswasser, wobei die Schnitte danach für 15 min im Leitungswasser verblieben. Die 
Objektträger mit den angefärbten Schnitten wurden mit Aquatex zur Konservierung eingedeckelt und 
nach der vollständigen Trocknung bis zur Auswertung in lichtundurchlässigen Präparatekästen 
aufbewahrt. 
Alle Inkubationsschritte unabhängig von der Temperatur wurden in einer feuchten Kammer 
durchgeführt. 
3.3.4.5 Kollagen Typ X-Färbung 
Für den Nachweis von Kollagen Typ X in der EZM wurde, genau wie bei der Kollagen Typ II-Färbung, 
eine immunhistochemische Färbung nach der APAAP-Methode angewandt. 
Der Unterschied zur Kollagen II-Färbung bestand darin, dass für den zweiten Antigen-Retrieval-
Schritt Proteinase XXIV (2 mg/ml) statt des Pepsins verwendet wurde. Des Weiteren wurde als 
Primärantikörper ein Zellkulturüberstand von Prof. von der Mark mit dem darin enthaltenen Kollagen 
X-Antikörper des Clons X-53 unverdünnt verwendet und 2 Stunden bei 37°C inkubiert. Nach 
zweimaligen Waschen mit TBS wurden die Schnitte anschließend mit einer Post-antibody-blocking-
solution (BrightVision +Poly-AP anti mouse/rabbit IgG biotin-free antibody kit, Immunologic) für 15 
min bei Raumtemperatur behandelt. Nach weiteren 2 Waschschritten wurde dann der 
Sekundärantikörper für 30 min bei Raumtemperatur aufgetragen (BrightVision +Poly-AP anti 
mouse/rabbit IgG biotin-free antibody kit, Immunologic). Im Anschluss wurde weiter verfahren wie 
bei der Kollagen Typ II-Färbung. 
3.3.4.6 Safranin-O-Färbung 
Zum Nachweis der Proteoglykane als Bestandteile der extrazellulären Knorpelmatrix wurde die 
Safranin-O/Fast Green-Färbung durchgeführt. Dazu wurden die Schnitte nach einem zweiten 
Waschschritt in Aqua dest. 25 min in einer Safranin-O-Lösung gefärbt und anschließend dreimal in 
Aqua dest. gespült. Es folgte eine Färbung in einer Fast-Green-Lösung für 30 s, wieder mit 
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anschließender dreimaliger Spülung in Aqua dest. Fast Green dient dabei als Gegenfärbung und 
färbt den nicht-proteoglykanhaltigen Hintergrund grün. Um eine Konservierung der Färbung durch 
eindeckeln mittels Neo-Mount durchführen zu können, wurden die Schnitte nacheinander für 25 s in 
96 % und zweimal in 100 % Isopropanol getaucht und anschließend 4 x 5 min in Roti®-Histol 
entwässert. 
3.3.4.7 ALP-Färbung 
Für den Nachweis des Enzyms Alkalische Phosphatase in den Konstrukten wurden die 
entparaffinierten Schnitte für 20 min mit einer Substratlösung bei Raumtemperatur unter 
Lichtausschluss inkubiert. Die Substratlösung bestand aus Nitroblautetrazoliumchlorid (NBT) und 5-
bromo-4-chloro-3-indolyl-Phospat (BCIP). Bei Anwesenheit der Alkalischen Phosphatase wird das 
BCIP dephosporyliert und oxidiert anschließend zu einem dunkelblau bis schwarzen Präzipitat. Das 
NBT wirkt bei dieser Reaktion als Oxidands (Oxidationsmittel) und färbt sich durch die Reduktion 
ebenfalls dunkelblau bis schwarz. Im Anschluss wurden die Schnitte 5 min in PBS gewaschen, mit 
Aquatex eingedeckelt und bis zur Auswertung in lichtdichten Präparatekästen aufbewahrt. 
3.3.4.8 Alizarinrot-Färbung 
Für den Nachweis von Kalzium in den mineralisierten Konstrukten wurde eine Alizarinrot-Färbung 
durchgeführt. Dabei bildet der Farbstoff Alizarinrot mit Kalzium (zweiwertiges Kation) ein Chelat. Es 
entsteht Alizarinrot-Kalzium, welches orange-rot bis braun erscheint. 
Die entparaffinierten Schnitte werden für 5 min in einer Alizarinrot-Lösung gefärbt und anschließend 
dreimal kurz in Aqua dest. gespült. Für die Gegenfärbung wurde im Anschluss 30 s mit einer Fast 
Green-Lösung gefärbt und wiederum dreimal kurz in Aqua dest. gespült. Zur Konservierung der 
Färbung mittels Neo-Mount, wurden die Schnitte nacheinander für 25 s in 96 % und zweimal in 100 
% Isopropanol getaucht und anschließend 4 x 5 min in Roti®-Histol entwässert. 
3.3.4.9 Viabilitätsfärbung (FDA-PI-Färbung, Life-Dead-Staining) 
Zur Bestimmung der Viabilität der Zellen in den gedruckten starPEG/Heparin-Hydrogelen wurde eine 
sogenannte FDA (Fluorescein-Diacetat) -PI (Propidium-Iodid) -Färbung drei Tage nach dem 
Druckvorgang durchgeführt. Dafür wurden gedruckte pMSC- sowie pAC-haltige Gele in eine neue 
Multiwellplatte überführt und für 5 min bei Raumtemperatur mit dem FDA-PI-Farbstoffgemisch unter 
Lichtabschluss inkubiert. Das FDA wird dabei von den lebenden Zellen aufgenommen und durch 
zelleigene Esterasen zu Fluorescein hydrolysiert, welches durch Photonenanregung im 
Wellenlängenbereich von 380-490 nm grün fluoresziert. Der PI-Farbstoff hingegen diffundiert durch 
die porös gewordene Membran toter Zellen und bindet an die, im Zellkern befindlichen, 
doppelsträngigen Nukleinsäuren. Durch Anregung in einem Wellenlängenbereich von 465-550 nm 
fluoresziert dieser Farbstoff rot. Nach der Inkubation wurden die Hydrogele dreimal in PBS 
gewaschen und anschließend mikroskopiert. Die entstandenen Bilder aus der 
Fluoreszenzmikroskopie wurden überlagert, so dass eine Beurteilung der Viabilität innerhalb der 
Gele möglich war. Die Viabilitätsfärbung der pAC-haltigen gedruckten starPEG/Heparin-Hydrogele 
erfolgte im IPF Dresden zusammen mit Felix Schrön. Die Färbung der pMSC-haltigen gedruckten 
starPEG/Heparin-Hydrogele erfolgte in der Abteilung für Experimentelle Orthopädie der Uniklinik 
Heidelberg.  
Tiere, Material und Methoden 
 44 
3.3.5 Statistische Auswertung 
Die statistische Auswertung erfolgte mit Hilfe des Programms SPSS Statistics 22.0.0.0 (SPSS Inc.). 
Aufgrund der geringen Gruppengrößen erfolgte eine nicht-parametrische Datenanalyse mittels des 
Mann-Whitney-U Tests. Bei einem Werten von p ≤ 0,05 für die asymptotische 2-seitige Signifikanz 
wurden die gegeneinander getesteten Gruppen als signifikant voneinander abweichend angesehen. 
Die erhaltenen Signifikanzen wurden mittels Bonferroni-Test korrigiert. Die korrigierten Signifikanzen 
wurden entsprechend in den Abbildungen mittels * dargestellt. Für die Erstellung der Abbildungen 




4.1 Differenzierungspotential porziner mesenchymaler Vorläuferzellen 
(pMSC) 
Für die Überprüfung des Differenzierungspotentials der aus dem Knochenmark entnommenen 
pMSC wurden die Zellen in Monolayerkultur in osteogene und adipogene sowie in Pelletkultur in 
chondrogene Richtung differenziert. Abbildung 4.1 und Abbildung 4.2 zeigen die histologischen 
Ergebnisse der unterschiedlichen Differenzierungsrichtungen eines repräsentativen Spenders. 
Innerhalb der osteogen differenzierten Monolayerkulturen waren nach 7 Tagen durch Alizarinrot 
angefärbte Kalziumablagerungen deutlich zu erkennen, die nach 14 Tagen in zunehmender Zahl 
auftraten und so zu einer intensiveren flächendeckenden Rotfärbung führten (Pfeilspitzen Abbildung 
4.1). Dies weist auf eine über die Zeit fortschreitende osteogene Differenzierung der pMSC hin. 
In den adipogen differenzierten Monolayerkulturen waren bereits nach 3 Tagen vereinzelte, durch 
die Öl-Rot-Lösung rot gefärbte, Lipideinlagerungen im Zytoplasma zu erkennen. Diese nahmen über 
die folgenden Zeitpunkte stetig an Zahl zu. Nach 14 Tagen war außerdem eine Vergrößerung der 
Lipideinlagerungen in Form von Lipidvakuolen deutlich erkennbar (Pfeile Abbildung 4.1). Dies legt 
nahe, dass eine adipogene Differenzierung der pMSC stattfand. 
Die Pelletkultur der chondrogen differenzierten pMSC zeigte ein stetiges Größenwachstum der 
Pellets über den Kultivierungszeitraum (Abbildung 4.2). Während die Pellets nach 7 Tagen sowohl 
negativ für Kollagen Typ II als auch für Proteoglykane waren, zeigte sich bereits nach 14 Tagen eine 
deutliche, wenn auch noch innerhalb der Pellets ungleichmäßige Färbung in beiden Fällen. Nach 28 
Tagen wiesen die Pellets eine über den gesamten Pelletquerschnitt homogene positive Färbung von 
Kollagen Typ II und Proteoglykane auf. Die Produktion einer solchen hyalinen EZM spricht für eine 
fortschreitende chondrogene Differenzierung der pMSC. 
Diese sogenannte „Drei-Wege-Differenzierung“ wurde mit Zellen von 3 verschiedenen Spendern in 
Duplikaten durchgeführt (n = 6). Alle drei Spenderzellen zeigten ähnliche Ergebnisse. 
 
 
Abbildung 4.1 Osteogene und adipogene Differenzierung von pMSC. pMSC in P3 wurden 1, 3, 
7 und 14 Tagen in Monolayerkultur mit Osteogenem bzw. Adipogenem Medium kultiviert und 
anschließend hinsichtlich ihrer Differenzierungsfähigkeit untersucht. Kalziumablagerungen (weiße 
Pfeilspitze) wurden mittels Alizarinrot-Färbung und Fettvakuolenbildung (Pfeile) mittels Ölrot-O-
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Färbung nachgewiesen. (3 Spender in Dublikaten n = 6, Maßstab Übersicht 200 µm, Vergrößerung 
20 µm) 
 
Abbildung 4.2 Chondrogene Differenzierung von pMSC. pMSC in P3 wurden 7, 14, 21 und 28 
Tage in Pelletkultur mit Chondrogenem Medium kultiviert und anschließend hinsichtlich ihrer 
Differenzierungsfähigkeit untersucht. Ablagerungen von knorpeliger EZM wurde mittels Kollagen 
Typ II- und Safranin-O-Färbung nachgewiesen. (3 Spender in Dublikaten n = 6, Maßstab 200 µm) 
Die 3-Wege-Differenzierung zeigte somit, dass mit MSC hoher Qualität gearbeitet werden kann. 
4.2 Etablierung des Bioprinting von starPEG/Heparin-Hydrogelen mit 
porzinen Zellen 
Da das Bioprinting mit starPEG/Heparin als Trägermaterial bisher nur mit humanen Zellen 
durchgeführt wurde, sollte in diesem Versuchsteil das Drucken von pAC und pMSC etabliert werden. 
Dazu wurde getestet welche Zellkonzentration der beiden Lösungen (starPEG und Heparin) optimal 
für einen reibungslosen Druckprozess sind. Problematisch dabei war die Agglomeration der Zellen 
und das damit verbundene Verstopfen der Druckerkanülen. Kam es während diesen Vorgangs zu 
einer Verstopfung einer der Pipetten, wurde nur eine Komponente auf das Deckgläschen 
aufgetragen und es fand keine Polymerisation statt. Dies war makroskopisch an der deutlichen 
Tropfenbildung erkennbar (Abbildung 4.3 A). Der Druckvorgang wurde in diesen Fällen aktiv 
unterbrochen. 
Die maximale Zellkonzentration für das Bioprinting von starPEG/Heparin-Hydrogelen mit porzinen 
Zellen ist abhängig von der Komponente, in der die Zellen gelöst wurden. In der Heparin-
Komponente lag das Maximum bei 10 x106 Zellen/ml, während in der starPEG-Komponente 
aufgrund der höheren Viskosität das Maximum nur bei 7,5 x106 Zellen/ml lag. Außerdem schienen 
die pMSC die Pipetten schneller zu verstopfen, als die pACs. Allerdings bildeten sich nach ca. 30 
min in beiden Zellsuspensionen Agglomerate, die einen längeren Druckvorgang verhinderten. 
Aufgrund der Gefahr des Verstopfens der Pipetten wurde für alle Bioprinting-Versuche als optimale 
Zellkonzentration in beiden Komponenten 7,5 x106 Zellen/ml verwendet. Die mittels Bioprinting 
entstandenen zellhaltigen starPEG/Heparin-Hydrogele wiesen eine rechteckige Form auf und 
adhärierten fest am beschichteten Deckgläschen. Die Schichtung der Gele war direkt nach 
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Fertigstellung makroskopisch erkennbar (Abbildung 4.3 B). Im Anschluss an den Druckvorgang 
konnten die Zellen im Gel mikroskopisch nachgewiesen werden (Abbildung 4.3 C). 
 
 
Abbildung 4.3 Gedruckte zellhaltige starPEG/Heparin-Hydrogele. (A) Makroskopische Aufnahme 
eines gedruckten teils nicht polymerisierten zellhaltigen starPEG/Heparin-Hydrogels nach 
Verstopfung einer der Pipetten während des Druckvorgangs. (B) Makroskopische Aufnahme eines 
gedruckten vollständig polymerisierten zellhaltigen starPEG/Heparin-Hydrogels. (C) Mikroskopische 
Aufnahme eines gedruckten pAC-haltigen (Pfeile) starPEG/Heparin-Hydrogels nach 3 Tagen 
chondrogener Kultur. 
Nach 3 Tagen chondrogener Kultivierung wurden die Zellen in den gedruckten Hydrogelen auf ihre 
Viabilität hin untersucht. Durch die Färbung mittels FDA/PI konnte sowohl für die pACs als auch die 
pMSC nachgewiesen werden, dass mindestens die Hälfte der Zellen den Druckvorgang überlebt 
hatten (Abbildung 4.4). 
Nach 4 Wochen chondrogener Kultivierung wurden die gedruckten Gele wie auf S. 34 beschrieben 
geerntet. Nach der Trennung vom beschichteten Deckgläschen war erkennbar, dass durch das 
Bioprinting von nur 3 Schichten kein stabiles Gel hergestellt werden konnte. Die Gele wurden 
anschließend histologisch untersucht. Auch in der Übersichtsfärbung (Hämatoxylin-Eosin, H.E.) war 
ebenfalls eine ungleichmäßige Form der Gele erkennbar (Abbildung 4.5). Durch die Prozessierung 
im Vorfeld der Paraffineinbettung (aufsteigende Alkoholreihe und Azeton) kam es durch die 
Entwässerung zu einem deutlichen Verlust des Volumens der starPEG/Heparin-Hydrogele. Da die 
im Paraffinblock geschnittenen Gele in einem Wasserbad vor dem Aufziehen auf die Objektträger 
gestreckt werden mussten, quollen diese wieder auf und es kam zu einer teilweise starken 
Faltenbildung, die auch in den histologischen Bildern erkennbar ist. 
Die histologische Färbung zeigte, dass in den pAC-haltigen Gelen nur geringgradig fokal Kollagen 
Typ II abgelagert wurde. In den pMSC-haltigen Gelen wurde keine Kollagen Typ II-Ablagerung 
nachgewiesen. Eine Aktivität der Alkalischen Phosphatase (ALP) konnte in keinem der gedruckten 
starPEG/Heparin-Hydrogele nachgewiesen werden. In Abbildung 4.5 sind beispielhaft die 
histologischen Bilder je eines pAC- und eines pMSC-haltigen Hydrogels dargestellt. Die Etablierung 
des Bioprinting der pAC sowie der pMSC wurden mit Zellen je eines Spenders in Triplikaten (pAC, 




Abbildung 4.4 FDA/PI-Färbung von Zellen in gedruckten starPEG/Heparin-Hydrogelen. pMSC 
wurden nach 7 Tagen, pACs nach 5 Tagen in Monolayerkultur verwendet um starPEG/Heparin-
Hydrogele zu drucken (9,5 µl, 7,5 x106 Zellen/ml). Nach 3 Tagen chondrogener Kultur wurden die 
Gele mit Fluorescein-Diacetat (FDA)/Propidium Jodid (PI) gefärbt um die Viabilität der Zellen nach 
dem Druckvorgang zu überprüfen. Lebende Zellen waren grün, tote Zellen orange bis rot gefärbt. 
 
 
Abbildung 4.5 Histologische Charakterisierung von gedruckten, mit porzinen Zellen beladenen 
starPEG/Heparin-Hydrogelen. pMSC wurden nach 7 Tagen, pACs nach 5 Tagen in 
Monolayerkultur verwendet um starPEG/Heparin-Hydrogele zu drucken (9,5 µl, 7,5 x106 Zellen/ml). 
Nach 4 Wochen chondrogener Kultur wurden Paraffinschnitte der Gele angefertigt und mittels einer 
Übersichtsfärbung gefärbt (H.E.). Zur Beurteilung der Ablagerung von knorpeliger EZM wurde eine 
Kollagen Typ II-Färbung, zur Beurteilung der hypertrophen Differenzierung eine ALP-Färbung 
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durchgeführt. (pAC: n = 3, 1 Spender in Triplikaten, pMSC: n = 4, 1 Spender in Quatriplikaten, 
Maßstab Vergrößerungen 200 µm) 
Insgesamt ist festzuhalten, dass das Drucken mit pACs und pMSC in starPEG-Heparin-Hydrogel 
technisch möglich ist und zumindest die Hälfte der Zellen den Druckvorgang überlebten. Allerdings 
ist das Drucken von nur drei Schichten nicht ausreichend um ein stabiles Hydrogel herzustellen. 
Außerdem lässt der mangelhafte bis fehlende Kollagen Typ II-Nachweis vermuten, dass nur 
unzureichend EZM gebildet wurde, die Zellen den Druckprozess also nicht unbeschadet 
überstanden. 
 
4.3 Matrixablagerung von pACs in gedruckten und gegossenen 
starPEG/Heparin- und gegossenen Fibrin-Hydrogelen 
Um zu untersuchen, ob das Bioprinting einen Einfluss auf die Redifferenzierung von pACs hat, 
wurden gedruckte und gegossene pAC-haltige starPEG/Heparin-Hydrogele mit gegossenen Fibrin-
Hydrogelen nach 2 und 4 Wochen chondrogener Kultur verglichen. Da bei der Etablierung des 
Druckens mit porzinen Zellen festgestellt wurde, dass 3 Schichten nicht ausreichen um ein stabiles 
Hydrogel herzustellen, wurden Gele mit 6 Schichten (19 µl) gedruckt. Um eine optimale 
Vergleichbarkeit zu gewährleiten, wurde in den gegossenen Gelen die gleiche Zellkonzentration wie 
in den gedruckten Gelen verwendet (7,5 x106 Zellen/ml). Allerdings musste ein höheres Gelvolumen 
eingesetzt werden, da beim manuellen Gießvorgang das Volumen von 19 µl zu gering war, um die 
gesamte Bodenfläche der Form zu füllen.  
Für den Vergleich wurde zuerst mikroskopisch kontrolliert, ob eine homogene Zellverteilung, als 
Voraussetzung für eine homogene Ablagerung von EZM, in allen 3 Konstrukt-Arten nachweisbar 
war. In Abbildung 4.6 ist exemplarisch für jede Konstrukt-Art ein mikroskopisches Bild des 
Randbereichs sowie eine Vergrößerung aus dem zentralen Bereich der Konstrukte dargestellt. Es 
war zu erkennen, dass in allen Konstrukten eine homogene Zellverteilung erreicht werden konnte. 
In den starPEG/Heparin-Hydrogelen konnten einzelne Zellen identifiziert werden (Pfeile Abbildung 





Abbildung 4.6 Zellverteilung gedruckter und gegossener starPEG/Heparin- und gegossener 
Fibrin-Hydrogele. pACs wurden nach 5 Tagen in Monolayerkultur verwendet, um gedruckte (19 µl, 
7,5 x106 Zellen/ml, 100 % abbaubar) und gegossene (30 µl, 7,5 x106 Zellen/ml, 100 % abbaubar) 
starPEG/Heparin-Hydrogele sowie gegossene Fibrin-Hydrogele (30 µl, 7,5 x106 Zellen/ml) 
herzustellen. Um die Verteilung der Zellen innerhalb der Gele beurteilen zu können, wurden diese 
im nativen Zustand mikroskopisch untersucht. Die Zellen sind in den vergrößerten Aufnahmen 
deutlich erkennbar (Pfeil). (Maßstab Randbereich 200 µm, Vergrößerung 100 µm) 
Zwei bzw. vier Wochen nach der chondrogenen Kultivierung wurden die Hydrogele geerntet. Nach 
Ablösen der gedruckten starPEG/Heparin-Gele wurde deutlich, dass durch das Bioprinting von 6 
Schichten (19 µl) stabile Konstrukte generiert wurden, verglichen mit nur 3-schichtigen Gelen (9,5 
µl). Die Fibrin-Gele kontrahierten allerdings und behielten aufgrund dessen nicht ihre ursprüngliche 
Form. Alle Hydrogele wurden anschließend histologisch untersucht. 
Der histologische Nachweis von Kollagen Typ II zeigte, dass nach zwei und vier Wochen sowohl in 
den gedruckten, als auch in den gegossenen starPEG/Heparin-Hydrogelen eine hauptsächlich 
perizelluläre Ablagerung stattgefunden hat, die sich in den gedruckten Konstrukten scheinbar 
entlang der Grenzen der einzelnen Schichten orientiert (Pfeile Abbildung 4.7), während sie sich in 
den gegossenen Gelen vor allem auf den Knorpelhof beschränkt. In den gegossenen Gelen ist die 
Kollagen Typ II-Ablagerung am gesamten äußeren Rand deutlich stärker als innerhalb des 
Konstrukts sowie interterritorial nachweisbar. In den gedruckten starPEG/Heparin-Gelen beschränkt 
sich diese Beobachtung auf den oberen Rand (vom Deckgläschen abgewandte Seite). Innerhalb 
der gegossenen Fibrin-Hydrogele ist eine starke homogene Kollagen Typ II-Ablagerung über das 
gesamte Gel nachweisbar. Ein Unterschied hinsichtlich der Kollagen Typ II-Ablagerung ist zwischen 
den Zeitpunkten histologisch nicht erkennbar. Bis auf geringe Unterschiede hinsichtlich der 
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Verteilung im Gelquerschnitt, konnte keine Beeinflussung der Kollagen Typ II-Ablagerung durch das 
Bioprinting im Vergleich zu den gegossenen starPEG/Heparin-Hydrogelen erkannt werden. 
Eine Aktivität der Alkalischen Phosphatase (ALP), die eine hypertrophe Differenzierung anzeigt, 
konnte in den gedruckten und gegossenen starPEG/Heparin-Gelen an beiden Zeitpunkten nur 
vereinzelt perizellulär nachgewiesen werden. In den Fibrin-Gelen konnte zu beiden Zeitpunkten 
keine schwarze Färbung durch den Substratumsatz erkannt werden. In Abbildung 4.7 ist je ein 
histologisches Bild der Kollagen Typ II- und der dazugehörigen ALP-Färbung beispielhaft für alle 3 
Konstrukt-Arten nach zwei und vier Wochen dargestellt. Dieser Teilversuch wurde mit den Zellen 
eines Spenders in Dublikaten durchgeführt (n = 2). 
Abschließend lässt sich sagen, dass ein stabiles Hydrogel durch das Drucken von 6 Schichten 
hergestellt werden kann und sich die Zellen sowohl durch das Drucken als auch das Gießen 
homogen in beiden Gelarten verteilen lassen. Anhand der Ergebnisse wird allerdings deutlich, dass 
die Ablagerung von Kollagen Typ II-reicher EZM in starPEG/Heparin-Hydrogelen hauptsächlich 
perizellulär und in Fibrin-Hydrogelen homogen verteilt stattfindet, wobei kein Unterschied zwischen 
gedruckten und gegossenen starPEG/Heparin-Gelen festgestellt werden konnte. 
 
 
Abbildung 4.7 Matrixablagerung und Differenzierung von pACs in gedruckten und gegossenen 
Hydrogelen in vitro. pACs wurden nach 5 Tagen in Monolayerkultur verwendet um gedruckte (19 
µl, 7,5 x106 Zellen/ml, 100 % abbaubar) und gegossene (30µl, 7,5 x106 Zellen/ml, 100 % abbaubar) 
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starPEG/Heparin-Hydrogele sowie gegossene Fibrin-Hydrogele (30 µl, 7,5 x106 Zellen/ml) 
herzustellen. Nach 2 bzw. 4 Wochen chondrogener Kultur wurden Paraffinschnitte der Gele 
angefertigt und mittels einer Übersichtsfärbung gefärbt (H.E.). Zur Beurteilung der Ablagerung von 
knorpeliger EZM wurde eine Kollagen Typ II-Färbung, zur Beurteilung der hypertrophen 
Differenzierung eine ALP-Färbung durchgeführt. Auffällig in den Kollagen Typ II-Färbungen der 
gedruckten starPEG/Heparin-Gele waren die Grenzschichten der Gel-Tropfen (Pfeile). (n = 2, 
Maßstab Vergrößerungen 200 µm) 
4.4 Chondrogenes Differenzierungspotential von pMSC in gedruckten 
und gegossenen starPEG/Heparin- und gegossenen Fibrin-
Hydrogelen unter verschiedenen Medien-Supplementierungen 
Um zu untersuchen ob das Bioprinting einen Einfluss auf die chondrogene Differenzierung von 
pMSC hat und ob eine Erhöhung der Produktion von hyaliner EZM durch Supplementierung des 
Mediums zu erreichen ist, wurden gedruckte und gegossene pMSC-haltige starPEG/Heparin-
Hydrogele mit gegossenen Fibrin-Hydrogelen nach 4 Wochen chondrogener Kultur verglichen. In je 
einer Gruppe wurde dabei chondrogenes Medium (CHO) ohne Supplementierung, chondrogenes 
Medium mit 2 % FCS und chondrogenes Medium mit 100 ng/ml BMP-6 für die Kultivierung 
verwendet.  
Nach 4 Wochen In-vitro-Kultur wurden die Hydrogele geerntet. Nach Ablösen der gedruckten pMSC-
haltigen starPEG/Heparin-Gele wurde auch hier deutlich, dass durch das Bioprinting von 6 
Schichten (19 µl) stabile Konstrukte generiert wurden. Wie auch bei der Verwendung von pACs 
kontrahierten die pMSC-haltigen Fibringele während der Kultivierung. 
Die histologischen Untersuchungen zeigten, dass auch durch eine Supplementierung mit FCS oder 
BMP-6 keine Ablagerung von Kollagen Typ II in den gedruckten starPEG/Heparin-Hydrogelen 
erfolgte (Abbildung 4.8). Lediglich in den gegossenen starPEG/Heparin-Gelen waren, nach 
Kultivierung in FCS-supplemetierten Medium, vereinzelt perizelluäre Kollagen Typ II-Ablagerungen 
zu erkennen. Unabhängig von den Zugaben im Medium zeigten alle Fibrin-Konstrukte eine starke 
homogene Kollagen-Typ II-Ablagerung. Abbildung 4.8 zeigt exemplarisch je ein histologisches Bild 
der Kollagen Typ-II-Färbung aller 3 Konstrukt-Arten der drei verschiedenen Mediumgruppen. 
Auch hinsichtlich der Aktivität der ALP erfolgte ein positiver Nachweis lediglich in den 
starPEG/Heparin-Hydrogelen, die in mit FCS supplementierten Medium kultiviert wurden (Abbildung 
4.9). Allerdings beschränkte sich dies auf vereinzelte perizelluläre Bereiche. Innerhalb der Fibrin-
Hydrogele war ein homogen verteilter perizellulärer und starker Substratumsatz durch die ALP in 
allen drei Mediengruppen erkennbar. Abbildung 4.9 zeigt exemplarisch je ein histologisches Bild der 
ALP-Färbung aller 3 Konstrukt-Arten der drei verschiedenen Mediumgruppen. Dieser Teilversuch 




Abbildung 4.8 Matrixablagerung und Differenzierung von pMSC in gedruckten und 
gegossenen Hydrogelen in vitro. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur verwendet um 
gedruckte (19 µl, 7,5 x106 Zellen/ml, 50 % abbaubar) und gegossene (30µl, 7,5 x106 Zellen/ml, 50 
% abbaubar) starPEG/Heparin-Hydrogele sowie gegossene Fibrin-Hydrogele (30 µl, 7,5 x106 
Zellen/ml) herzustellen. Nach 4 Wochen Kultur in CHO, CHO + 2 % FCS bzw. CHO + 100 ng/ml 
BMP-6 wurden Paraffinschnitte der Gele angefertigt. Zur Beurteilung der Ablagerung von knorpeliger 
EZM wurde eine Kollagen Typ II-Färbung durchgeführt. (n = 2, Maßstab Vergrößerungen 200 µm) 
 
Abbildung 4.9 Differenzierung von pMSC in gedruckten und gegossenen Hydrogelen in vitro. 
pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur verwendet um gedruckte (19 µl, 7,5 x106 Zellen/ml, 
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50 % abbaubar) und gegossene (30µl, 7,5 x106 Zellen/ml, 50 % abbaubar) starPEG/Heparin-
Hydrogele sowie gegossene Fibrin-Hydrogele (30 µl, 7,5 x106 Zellen/ml) herzustellen. Nach 4 
Wochen Kultur in CHO, CHO + 2 % FCS bzw. CHO + 100 ng/ml BMP-6 wurden Paraffinschnitte der 
Gele angefertigt. Zur Beurteilung der hypertrophen Differenzierung wurde eine ALP-Färbung 
durchgeführt. (n = 2, Maßstab Vergrößerungen 200 µm) 
Aufgrund der Ergebnisse lässt sich abschließend sagen, dass keine bzw. nur eine geringgradige 
Differenzierung der pMSC in den gedruckten und gegossenen starPEG/Heparin-Hydrogelen 
stattfand, während diese in den Fibrinhydrogelen stark und homogen verteilt nachweisbar war. 
pMSC eignen sich damit ohne direkte Nachbarschaft zu ACs nicht für eine Verwendung mit den 
derzeitigen Druckmöglichkeiten. Auch scheint starPEG/Heparin ungeeignet als Trägermaterial für 
pMSC zu sein. 
4.5 Vergleich gedruckter und gegossener zonaler starPEG/Heparin-
Hydrogele mit gegossenen zonalen starPEG/Heparin-Fibrin-
Hydrogelen 
Um die geeignete Herstellungstechnik zonaler Konstrukte zu ermitteln, wurden gedruckte und 
gegossene starPEG/Heparin-Konstrukte mit einer pMSC- und einer pAC-haltigen Zone hinsichtlich 
der Kollagen Typ II-Ablagerung und der Aktivität der ALP miteinander verglichen. Außerdem sollte 
untersucht werden, welches Trägermaterial für die pMSC-haltige Zone geeignet ist. Dafür wurden 
Konstrukte mit einer unteren Zone, bestehend aus pMSC-haltigem Fibrin, und einer oberen Zone, 
bestehend aus pAC-haltigem starPEG/Heparin, hergestellt und in den Vergleich einbezogen. Die 
Herstellung der gedruckten zonalen Konstrukte wurde mit Zellen je eines Spenders in Triplikaten (n 
= 3) durchgeführt. Die Herstellung der gegossenen zonalen Konstrukte wurde mit Zellen zu je 3 
Spendern in Dublikaten (n = 6) durchgeführt. 
In allen Fällen gelang es ein zonales Konstrukt herzustellen, bei denen beide Zonen über den 
gesamten Kultivierungszeitraum miteinander verbunden blieben. Allerdings wies das Fibrin auch in 
den zonalen Konstrukten eine Veränderung der ursprünglichen Form durch Kontraktion auf. 
Nach 4 Wochen chondrogener Kultivierung wurden die Konstrukte geerntet und es erfolgte eine 
histologische Auswertung der Kollagen Typ II-Ablagerung sowie der ALP-Aktivität. Die gedruckten 
zonalen starPEG/Heparin-Konstrukte zeigten in der oberen, pAC-haltigen Schicht eine starke 
homogene Ablagerung von Kollagen Typ II (Abbildung 4.10). In der unteren pMSC-haltigen Schicht 
hingegen, war eine deutlich geringere bis gar keine Färbung dieses Kollagentyps erkennbar. In den 
gegossenen zonalen starPEG/Heparin-Konstrukten konnte in beiden Zonen maximal eine lokale 
perizelluläre Kollagen Typ II-Ablagerung nachgewiesen werden. Die pMSC-haltige untere Zone der 
starPEG/Heparin-Fibrin-Konstrukte (kombinierte Konstrukte) wies in den meisten Fällen eine starke 
homogen verteilte Kollagen Typ II-Ablagerung auf. Nur in einem von sechs Konstrukten war keine 
Ablagerung dieses Kollagens erkennbar. In der oberen pAC-haltigen Zone konnte maximal eine 
fokale perizelluläre Kollagen Typ II-Ablagerung nachgewiesen werden. 
In keiner Konstruktgruppe wurde innerhalb der oberen pAC-haltigen Zone eine Aktivität der ALP 
nachgewiesen (Abbildung 4.10). Allerdings fehlte bei den gedruckten starPEG/Heparin-Konstrukten 
auch in der unteren pMSC-haltigen Zone eine nachweisbare ALP-Aktivität. Diese war in der unteren 
Zone der gegossenen starPEG/Heparin-Konstrukte homogen perizellulär verteilt und breitete sich 
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innerhalb der Fibrin-Konstrukte auch interterritorial aus. Allerdings gab es in beiden Gruppen auch 
einige wenige Konstrukte in denen lokal begrenzte perizelluläre bis gar keine ALP-Aktivität 
nachgewiesen werden konnte, was, wie auch schon die jeweiligen Kollagen Typ II-Ablagerungen 
zeigten, wahrscheinlich auf ein unterschiedliches chondrogenes Potential der verschiedenen 
Spenderzellen hinweist. Abbildung 4.10 zeigt jeweils das beste und schlechteste Konstrukt 
hinsichtlich der Kollagen Typ II-Ablagerung sowie die dazugehörige ALP-Färbung der drei 
Konstruktarten. 
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass bizonale Konstrukte sowohl gegossen als auch 
gedruckt hergestellt werden konnten und beide Zonen auch über eine Kultivierungszeit von 4 
Wochen miteinander verbunden blieben. Für pACs schienen hinsichtlich der Produktion von EZM 
gedruckte starPEG/Hydrogele besser geeignet zu sein als gegossene. Allerdings wurde auch in den 
zonalen Konstrukten deutlich, dass starPEG/Heparin, gegossen und gedruckt, für pMSC nicht 
geeignet ist, da die Zellen keine bzw. nur eine geringe Differenzierung zeigten. Fibrin-Hydrogel 
hingegen ist gut für die chondrogene Differenzierung der pMSC geeignet. Allerdings zeigte es eine 
Forminstabilität (Kontraktion) während der Kultivierung. 
 
 
Abbildung 4.10 Matrixablagerung und Differenzierung von Zellen in gedruckten und 
gegossenen zonalen Konstrukten in vitro. Zonale starPEG/Heparin-Hydrogele mit einer oberen 
pAC-haltigen und einer unteren pMSC-haltigen Zone sowie zonale Hydrogele mit einer oberen pAC-
haltigen starPEG/Heparin-und einer unteren pMSC-haltigen Fibrin-Zone wurden gedruckt bzw. 
gegossen und 4 Wochen chondrogen kultiviert. Zur Beurteilung der Ablagerung von knorpeliger EZM 
wurde eine Kollagen Typ II-Färbung und zur Beurteilung der hypertrophen Differenzierung eine ALP-
Färbung durchgeführt. In den Vergrößerungen ist der Grenzbereich beider Zonen dargestellt. (n = 3 
bzw. 6, Maßstab Vergrößerungen 200 µm) 
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4.6 Etablierung der Herstellung der unteren Knorpelzone aus pMSC 
durch Selbstkondensation in Transwellkultur 
Da für die Generierung einer unteren pMSC-haltigen Schicht eines zonalen Konstrukts 
starPEG/Heparin aufgrund der unzureichenden Ablagerung von knorpeliger EZM und Fibrin 
aufgrund seiner Forminstabilität nicht verwendet werden konnte, sollte eine Trägermaterial-freie 
selbstkondensierte Knorpelscheibe aus pMSC hergestellt werden. Die Herstellung solcher 
Knorpelscheiben wurde zum Zeitpunkt der Arbeiten zu dieser Dissertation nur von wenigen 
Arbeitsgruppen mit MSC durchgeführt. Unter der Verwendung pMSC gab es bis zu diesem Zeitpunkt 
lediglich eine Veröffentlichung von Elder et. al. (ELDER et al. 2009). Deshalb wurde in einem ersten 
Teilversuch (Teilversuch 1) die optimale Zellzahl und benötigte Menge an chondrogenem Medium 
für die Generierung von Knorpelscheiben aus pMSC getestet. Hierbei wurden 1 x 106 bzw. 2 x 106 
pMSC pro TW-Insert eingesetzt und in 0,5 bzw. 2 ml chondrogenem Medium über einen Zeitraum 
von 3 Wochen in den TW-Inserts kultiviert. Anschließend wurden die entstandenen Knorpelscheiben 
makroskopisch begutachtet und histologisch untersucht. 
Makroskopisch war zu erkennen, dass die Knorpelscheiben in allen bis auf eine Gruppe in 
unterschiedlichem Ausmaß kontrahierten. Lediglich die Knorpelscheiben hergestellt aus 1 x106 
pMSC pro TW-Insert und kultiviert in 2 ml chondrogenem Medium blieben formstabil (Abbildung 4.11 
A). Die histologische Auswertung zeigte, dass unabhängig davon ob die Scheiben kontrahierten, 
Proteoglykan- und Kollagen Typ II-reiche EZM in allen Gruppen gebildet wurde. Allerdings schien 
die Färbung der Proteoglykane mittels Safranin-O in der Gruppe der nicht-kontrahierten Scheiben 
intensiver. Die Aktivität der ALP war ebenfalls in allen Knorpelscheiben homogen verteilt 
nachweisbar. Auch hier schien die Färbung in der Gruppe mit 1 x106 pMSC und 2 ml CHO stärker 
zu sein. Abbildung 4.11 zeigt beispielhaft die makroskopischen Bilder der Knorpelscheiben sowie 
die histologischen Färbungen auf Proteoglykane, Kollagen Typ II und ALP. 
Aufgrund dieses Ergebnisses sollten Knorpelscheiben durch die Kultivierung von 1 x106 pMSC pro 
TW-Insert in 2 ml CHO über drei Wochen generiert werden und als untere Zone bizonaler 
Knorpelkonstrukte dienen. Bei der Herstellung einer größeren Anzahl dieser Knorpelscheiben kam 
es allerdings zur Kontraktion. Laut Tew et al. muss bei der Herstellung von Knorpelscheiben aus 
MSC darauf geachtet werden, möglichst alle FCS-Rückstände nach der Monolayer-Expansion zu 
entfernen, da dies die Scheibenbildung beeinflusst. Des Weiteren sollte der erste Mediumwechsel 
nicht vor Tag 3 stattfinden, um eine Bewegung der Kulturplatte zu verhindern, die ebenfalls eine 
Kontraktion verursachen kann (TEW et al. 2008).  
Deshalb wurde in einem weiteren Teilversuch (Teilversuch 2) der Einfluss von FCS auf die 
Ausbildung der Knorpelscheiben durch pMSC untersucht. Dazu wurden die Zellen nach einem 
zusätzlichen Waschschritt mit PBS entweder in CHO oder in CHO mit 10 % FCS resuspendiert. Es 
folgte nach der Zentrifugation der Multiwellplatte die Zugabe von 0,5 ml des entsprechenden 
Mediums in das untere Kompartiment für die ersten 2 Tage. Durch das geringe Volumen des 
Mediums wurde ein Übertritt in das obere Kompartiment und somit eine zusätzliche Bewegung der 
Zellen verhindert, wie es beim Einsatz von 2 ml der Fall wäre. An Tag 3 erfolgte der erste 
Mediumwechsel, ab dem die Zellen mit 2 ml CHO versorgt wurden. 
Bereits nach 2 Tagen TWK konnte makroskopisch festgestellt werden, dass alle Knorpelscheiben, 
welche in CHO + 10 % FCS kultiviert wurden, kontrahierten, während die Knorpelscheiben, welche 
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in CHO ohne FCS kultiviert wurden, nur zum Teil kontrahierten (Abbildung 4.12). Die histologische 
Untersuchung der kontrahierten und nicht kontrahierten Scheiben zeigte, dass in allen Gruppen eine 
starke homogene Ablagerung von Proteoglykane und Kollagen Typ II stattfand. Es konnte außerdem 
in allen Gruppen eine deutliche und homogen verteilte Aktivität der ALP nachgewiesen werden. 
Abbildung 4.12 zeigt beispielhaft die makroskopischen und histologischen Bilder einer kontrahierten 
und nicht kontrahierten Knorpelscheibe der CHO- Gruppe und einer kontrahierten Knorpelscheibe 
der CHO + FCS-Gruppe. Ein erhöhter FCS-Gehalt förderte somit die Kondensation der Scheibe 
ohne die EZM-Ablagerung und ALP-Aktivität sichtbar zu beeinflussen. 
Zusätzlich wurde in einem weiteren Teilversuch (Teilversuch 3) der Einfluss des TGF-β auf die 
Kontraktion der Knorpelscheiben untersucht. Studien bewiesen, dass TGF-β die Produktion von 
Fibronektin und N-Cadherin fördert und dadurch die prächondrogene Verdichtung stimuliert wird 
(LEONARD et al. 1991, ROARK und GREER 1994, HALL und MIYAKE 2000). Außerdem wurde 
gezeigt, dass TGF-β die Kondensation von noch unkondensierten Zellen initiiert (ROARK und 
GREER 1994). Um den Einfluss dieses Wachstumsfaktors auf die Kontraktion der Knorpelscheiben 
zu überprüfen und die maximal verwendbare TGF-β-Konzentration für die TWK zu ermitteln, wurde 
nach dem zusätzlichen Waschschritt mit PBS die Zelllösung auf 4 Zentrifugenröhrchen aufgeteilt 
und nach der Zentrifugation in 4 verschiedenen Lösungen resuspendiert (CHO, CHO mit 2 ng/ml 
TGF-β, CHO mit 0,5 ng/ml TGF-β, PBS). Nach der Zentrifugation der TWK erhielten die pMSC 0,5 
ml CHO in das untere Kompartiment für die ersten 3 Tage. Eine Gruppe erhielt 0,5 ml CHO mit 
lediglich 0,5 ng/ml TGF-β. An Tag 3 wurde ein Mediumwechsel durchgeführt ab dem alle Gruppen 
mit 2 ml CHO versorgt wurden. 
Bis auf die Gruppe, in der die Knorpelscheiben in CHO mit 0,5 ng/ml TGF-β resuspendiert und auch 
über die ersten 3 Tage kultiviert wurden, waren kontrahierte Knorpelscheiben in allen anderen 
Gruppen bereits nach 2 Tagen makroskopisch erkennbar (Abbildung 4.13). In der Gruppe, in der die 
Knorpelscheiben in CHO mit 2 ng/ml TGF-β resuspendiert und in CHO über die ersten 3 Tage 
kultiviert wurden, kontrahierten alle Scheiben während der Kultivierung. Unabhängig von der 
Kontraktion konnte durch histologische Untersuchung eine starke homogene Ablagerung von 
Proteoglykan- und Kollagen Typ II-reicher EZM nachgewiesen werden. Auch die Alkalische 
Phosphatase war in allen Scheiben homogen verteilt aktiv. Abbildung 4.13 zeigt beispielhaft die 
makroskopischen Bilder der Knorpelscheiben sowie die histologischen Färbungen auf 
Proteoglykane, Kollagen Typ II und ALP. Dieser Teilversuch wurde mit pMSC von zwei Spendern in 
Duplikaten durchgeführt (n = 4). Lediglich die Untersuchung der Gruppe mit nur 0,5 ng/ml TGF-β im 
unteren Kompartiment wurde mit pMSC von nur einem Spender in Duplikaten durchgeführt (n = 2). 
In diesem Versuch wurde hinsichtlich der Formstabilität in der Gruppe mit den niedrigsten 
Konzentrationen an TGF-β im Medium die besten Ergebnisse festgestellt.  
In Teilversuch 4 wurde nun die Auswirkung der TGF-β-freien Kultivierung über die ersten 3 Tage 
untersucht. Außerdem sollte ermittelt werden, ob eine weitere Verringerung der eingesetzten 
Zellzahl eine Kontraktion der Zellen ebenfalls verhindern kann. Des Weiteren wurde getestet, ob die 
Zentrifugation der TW-Inserts einen Einfluss auf die Bildung der Knorpelscheiben und deren 
Kontraktion hat. 
Dazu wurden 1 x106 bzw. 0,5 x106 pMSC nach einem zusätzlichen Waschschritt abermals in PBS 
resuspendiert und in die TW-Inserts pipettiert. Ein Teil der TW-Inserts wurde zentrifugiert und 
anschließend mit 0,5 ml CHO bzw. CHO ohne TGF-β über die ersten 3 Tage versorgt. Eine Gruppe 
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(0,5 x106 pMSC pro TW-Insert) wurde ohne Zentrifugation mit 0,5 ml CHO ohne TGF-β über die 
ersten 3 Tage versorgt. Am dritten Tag erfolgte eine Mediumwechsel ab dem die Zellen aller 
Gruppen 2 ml CHO erhielten. 
In allen Gruppen war auch nach 3 Wochen chondrogener Kultur keine Kontraktion der Scheiben 
erkennbar (Abbildung 4.14). Die histologische Untersuchung zeigte, dass alle Knorpelscheiben eine 
starke homogene Ablagerung von Proteoglykanen und Kollagen Typ II aufwiesen. Die Aktivität der 
ALP konnte in allen Scheiben homogen verteilt nachgewiesen werden. Abbildung 4.14 zeigt 
beispielhaft die makroskopischen Bilder der Knorpelscheiben sowie die histologischen Färbungen 
auf Proteoglykanen, Kollagen Typ II und ALP. Dieser Teilversuch wurde mit 2 Spendern in 
Duplikaten durchgeführt (n = 4). Lediglich in der Gruppe mit 1 x106 pMSC und 10 ng/ml TGF-β im 
unteren Kompartiment konnte bei einem Spender nicht mit Duplikaten gearbeitet werden (n = 3). 
Ob es zu einer Kontraktion während der Kultivierung der Knorpelscheiben kommt, war primär von 
den Spenderzellen abhängig. Allerdings ließ sich die Kontraktion reduzieren, in dem man die Zellen 
vor der Kultivierung in den Transwell mit PBS wäscht um Reste des FCS möglichst komplett zu 
entfernen. Eine TGF-β-freie Kultivierung vor allem im oberen Kompartiment in den ersten 3 Tagen 
und eine schnelle Durchführung beim Einbringen der Zellen in die TWK vermindert ebenfalls die 
Wahrscheinlichkeit einer Kontraktion der Scheiben. 
Das Problem der Selbstkontraktion der Knorpelscheiben konnte somit erfolgreich gelöst und im 
Anschluss untersucht werden, ob eine Verkürzung der Kultivierungszeit um 1 Woche ausreichend 
zur Generierung stabiler hyalinartiger Knorpelscheiben ist (Teilversuch 5). Dafür wurden, nach 
einem zusätzlichen Waschschritt, die pMSC abermals in PBS resuspendiert und 0,5 x106 Zellen pro 
TW-Insert pipettiert. Anschließend wurden die Zellen in 0,5 ml CHO ohne TGF-β1 über die ersten 3 
Tage kultiviert. Am dritten Tag wurde ein Mediumwechsel durchgeführt ab dem die Zellen über 
weitere 12 bzw. 18 Tage mit 2 ml CHO versorgt wurden. Nach der Ernte der Knorpelscheiben 
erfolgte die makroskopische und histologische Auswertung. 
Während der gesamten Kultivierung erfolgte in keiner der beiden Gruppen eine Kontraktion der 
Scheiben. Allerdings fiel bereits makroskopisch auf, dass die Knorpelscheiben nach 2 Wochen 
chondrogener Kultur deutlich dünner und instabiler waren, verglichen mit den Scheiben nach 3 
Wochen (Abbildung 4.15). Auch histologisch konnte ein Unterschied festgestellt werden. Die 
Safranin-O-Färbung zeigte eine deutlich geringere Färbung der Proteoglykanen innerhalb der zwei 
Wochen kultivierten Scheiben an, verglichen mit den drei Wochen kultivierten Scheiben. In beiden 
Gruppen wurde eine starke und homogene Kollagen Typ II-Ablagerung sowie eine homogen 
verteilte Aktivität der ALP nachgewiesen. Abbildung 4.15 zeigt beispielhaft je ein makroskopisches 
Bild sowie die dazugehörigen histologischen Färbungen der zwei und drei Wochen chondrogen 
kultivierten Knorpelscheiben. Dieser Teilversuch wurde mit pMSC von zwei Spendern in Duplikaten 




Abbildung 4.11 Einfluss von Zellzahl und Mediumvolumen auf die Herstellung von 
Knorpelscheiben aus pMSC -Teilversuch 1. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur zu 
je 1 bzw. 2 x106 Zellen in TW-Inserts überführt, zentrifugiert und anschließend für 3 Wochen in 0,5 
bzw. 2 ml chondrogenem Medium kultiviert. Zur Beurteilung der Formstabilität erfolgten 
makroskopische Aufnahmen der Knorpelscheiben im TW-Insert und nach der Ernte sowie 
histologische Untersuchungen auf die Ablagerung von Proteoglykanen und Kollagen Typ II und die 
Aktivität der ALP. (A) TWK von 1 x106 pMSC in 2 ml CHO zeigten keine Kontraktion der 
Knorpelscheibe. (B-D) TWK von 1 x106 pMSC in 0,5 ml CHO und 2 x106 pMSC in 0,5 ml bzw. 2 ml 
CHO zeigten Kontraktion der Knorpelscheiben, die bereits in TW-Inserts erkennbar war (Pfeile). (n 




Abbildung 4.12 Einfluss von FCS im Medium auf die Herstellung von Knorpelscheiben aus 
pMSC - Teilversuch 2. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur mit PBS gewaschen und 
zu je 1 Zellen in TW-Inserts überführt, zentrifugiert und 2 Tage in 0,5 ml CHO bzw. CHO+10 % FCS 
kultiviert, bevor sie für weitere 19 Tage in 2 ml CHO weiter kultiviert wurden. Zur Beurteilung der 
Formstabilität erfolgten makroskopische Aufnahmen der Knorpelscheiben im TW-Insert und nach 
der Ernte sowie histologische Untersuchungen auf die Ablagerung von Proteoglykane und Kollagen 
Typ II und die Aktivität der ALP. (A) TWK von 1 x106 pMSC in CHO zeigten in 1/2 Fällen eine 
Kontraktion der Knorpelscheiben, bereits in TW-Inserts erkennbar (Pfeil). (B) TWK von 1 x106 pMSC 
CHO + 10 % FCS zeigten Kontraktion aller Knorpelscheiben, bereits in TW-Inserts erkennbar (Pfeil). 




Abbildung 4.13 Einfluss unterschiedlicher TGF β-Konzentrationen im Medium des oberen und 
unteren Kompartiments der TW-Einheiten auf die Herstellung von Knorpelscheiben aus 
pMSC - Teilversuch 3. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur mit PBS gewaschen, in 
CHO mit 10 ng/ml, 2 ng/ml oder 0,5 ng/ml TGF-β1 bzw. in PBS resuspendiert und zu je 1 x106 Zellen 
in TW-Inserts überführt, zentrifugiert und 3 Tage in 0,5 ml CHO mit 10 ng/ml bzw. 0,5 ng/ml TGF-β1 
kultiviert, bevor sie für weitere 18 Tage in 2 ml CHO weiter kultiviert wurden. Zur Beurteilung der 
Formstabilität erfolgten makroskopische Aufnahmen der Knorpelscheiben im TW-Insert und nach 
der Ernte sowie histologische Untersuchungen auf Proteoglykane und Kollagen Typ II-Ablagerung 
und die Aktivität der ALP. (A) TWK mit 10 ng/ml TGF-β1 im oberen und unteren Kompartiment 
zeigten teilweise eine Kontraktion (in 2/4 Fällen) der Knorpelscheiben, bereits in TW-Inserts 
erkennbar (Pfeil). (B) TWK mit 10 ng/ml TGF-β1 im oberen und 2 ng/ml TGF-β1 im unteren 
Kompartiment zeigten eine vollständige Kontraktion (in 4/4 Fällen) der Knorpelscheiben, bereits in 
TW-Inserts erkennbar (Pfeil). (C) TWK mit 10 ng/ml TGF-β1 im oberen und 0,5 ng/ml TGF-β1 im 
unteren Kompartiment zeigten eine teilweise Kontraktion (in 3/4 Fällen) der Knorpelscheiben, bereits 
in TW-Inserts erkennbar (Pfeil). (D) TWK mit 10 ng/ml TGF-β1 im oberen und PBS im unteren 
Kompartiment zeigten eine teilweise Kontraktion (in 2/4 Fällen) der Knorpelscheiben, bereits in TW-
Inserts erkennbar (Pfeil). (E) TWK mit 0,5 ng/ml TGF-β1 in beiden Kompartimenten zeigten in 2/2 




Abbildung 4.14 Einfluss der Kultivierung mit und ohne TGF-β im Medium auf die Herstellung 
von Knorpelscheiben aus pMSC - Teilversuch 4. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur 
mit PBS gewaschen, in PBS resuspendiert und zu je 0,5 bzw. 1 x106 Zellen in TW-Inserts überführt 
und mit bzw. ohne vorheriger Zentrifugation für 3 Tage in 0,5 ml CHO mit bzw. ohne 10 ng/ml TGF-
β1 kultiviert, bevor sie für weitere 18 Tage in 2 ml CHO mit 10 ng/ml TGF-β1 weiter kultiviert wurden. 
Zur Beurteilung der Formstabilität erfolgten makroskopische Aufnahmen der Knorpelscheiben im 
TW-Insert und nach der Ernte sowie histologische Untersuchungen auf die Proteoglykan- und 
Kollagen Typ II-Ablagerung und die Aktivität der ALP. (A-E) TWK zeigten unabhängig von der TGF-
β1-Konzentration im unteren Kompartiment bzw. der Zentrifugation im TW in 4/4 Fällen (Gruppe A 
in 3/3 Fällen) keine Kontraktion der Knorpelscheiben. (n = 3 bzw. 4, Maßstab Makroskopie 5 mm, 




Abbildung 4.15 Einfluss der Kultivierungszeit auf die Herstellung von Knorpelscheiben aus 
pMSC - Teilversuch 5. pMSC wurden nach 5 Tagen in Monolayerkultur mit PBS gewaschen, in 
PBS resuspendiert und zu je 0,5 Zellen in TW-Inserts überführt und anschließend für 3 Tage in 0,5 
ml CHO ohne TGF-β1 kultiviert, bevor sie für weitere 12 bzw. 18 Tage in 2 ml CHO mit TGF-β1 
weiter kultiviert wurden. Zur Beurteilung der Formstabilität erfolgten makroskopische Aufnahmen der 
Knorpelscheiben im TW-Insert und nach der Ernte sowie histologische Untersuchungen auf die 
Ablagerung von Proteoglykane und Kollagen Typ II und die Aktivität der ALP. (A) TWK nach 2 und 
(B) 3 Wochen Kultivierungszeit zeigten keine Kontraktion der Knorpelscheiben. (n = 4, Maßstab 
Makroskopie 5 mm, Mikroskopie 200 µm) 
Abschließend lässt sich sagen, dass durch das Waschen der pMSC in PBS nach der Ernte aus der 
Monolayerkultur, die Verwendung von 0,5 x106 Zellen pro TW-Insert gelöst in PBS, die Kultivierung 
in 0,5 ml CHO ohne TGF-β1 über die ersten 3 Tage im unteren Kompartiment und einer 
anschließenden Kultivierung in 2 ml CHO mit 10 ng/ml TGF-β1 für weitere 18 Tage formstabile 
hyalinartige selbstkondensierte Knorpelscheiben hergestellt werden konnte. Dies konnte mit 
mehreren Spenderzellpopulationen reproduziert werden. 
4.7 In-vitro-Mineralisation von pMSC-haltigen Knorpelscheiben in 
verschiedenen Mineralisationsmedien 
Zur Generierung einer unteren Phase für zonale Konstrukte sollten selbstkondensierte, MSC-haltige, 
trägermaterialfreie Knorpelscheiben verwendet werden. Um zu prüfen, ob diese in vitro eine 
Mineralisierungskapazität aufweisen ohne dass deren Form oder die Ablagerung von EZM 
beeinflusst wird, sollten verschiedene Mineralisationsmedien in der In-vitro-Kultur ausgetestet 
werden. Dafür wurden Knorpelscheiben durch dreiwöchige chondrogene Vorkultivierung von pMSC 
in TWK generiert und anschließend für weitere 4, 6 und 8 Wochen in 4 verschiedenen 
Mineralisationsmedien außerhalb der TW kultiviert.  
Nach 3 Wochen chondrogener Vorkultur entstanden dabei stabile und gleichzeitig flexible 
Knorpelscheiben von milchiger Farbe (Abbildung 4.16). Im Mittel betrugen der Durchmesser der 
Scheiben 6,41 mm. Durch histologische Untersuchungen konnte in allen Knorpelscheiben (3 
Spender in Duplikaten, n = 6) eine homogene Verteilung und starke Ablagerung von Proteoglykanen 
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und Kollagen Typ II festgestellt werden. Außerdem wurde eine perizelluläre, über die Scheibe 
homogen verteilte Aktivität der Alkalischen Phosphatase festgestellt. Kollagen Typ X wurde dagegen 
lediglich in der äußeren Peripherie und hauptsächlich an der Oberseite der Knorpelscheiben 
nachgewiesen, welche keinen Kontakt zur Membran des TW-Inserts besaß. Der Nachweis von 
Kalziumablagerung mittels Alizarinrot-Färbung fiel, wie erwartet, negativ aus, da dies die 
Anwesenheit einer Kalziumphosphatquelle voraussetzt. Die makroskopischen Aufnahmen sowie die 




Abbildung 4.16 In-vitro-Herstellung und histologische Untersuchung des Aufbaus pMSC-
haltiger Knorpelscheiben vor Beginn der Mineralisationskultur. Nach 7 Tagen in 
Monolayerkultur wurden pMSC in P3 in TW-Inserts überführt und 3 Wochen chondrogen kultiviert. 
Die entstandenen Knorpelscheiben wurden zur Beurteilung der Form fotografiert und anschließend 
histologisch auf Proteoglykane (Safranin-O), Kollagen Typ II, Alkalische Phosphatase, Kollagen Typ 
X und Kalziumablagerung (Alizarinrot) untersucht. (n = 6, Maßstab makroskopische Bilder 5 mm, 
histologische Vergrößerungen 200 µm) 
Die durch chondrogene Vordifferenzierung entstandenen Knorpelscheiben wurden anschließend in 
Multiwellplatten aufgeteilt und mit unterschiedlichen Mineralisationsmedien weiter kultiviert. Pro 
Medium-Gruppe wurden Zellen von 3 verschiedene Zellspendern in Duplikaten verwendet (n = 6). 
Ein wichtiges Ziel dieser Studie war es formstabile Konstrukte zu erhalten um bei Verwendungen in 
der Therapie von Knorpelvollschichtdefekten möglichst keine Implantatverluste durch Schrumpfung 
zu beklagen. Sowohl nach 4, 6 als auch 8 Wochen Mineralisation gab es in keiner der Gruppen eine 
signifikante Veränderung des Ausgangs-Durchmessers vor der Mineralisationskultur (Abbildung 
4.18). Allerdings war makroskopisch erkennbar, dass die mineralisierten Knorpelscheiben der 
Gruppen HM, CHO + β-G und CHO bereits nach 4 Wochen eine geringe Aufwölbung des 
Randbereichs zeigten (Pfeile, Abbildung 4.17), während die mineralisierten Scheiben der Gruppen 
OM + FCS und OM – FCS flach blieben. Des Weiteren waren die Knorpelscheiben, die über den 
gesamten Zeitraum in chondrogenen Medium kultiviert wurden, mit durchschnittlich 0,45 mm 
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deutlich dicker, als die Knorpelscheiben der Gruppen in β-Glycerolphosphat-haltigen Medien, die im 
Mittel eine Dicke von 0,31 mm aufwiesen. 
 
 
Abbildung 4.17 Formstabilität von Knorpelscheiben nach Mineralisationskultur in vitro. pMSC 
wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur zu je 0,5 x106 Zellen in TW-Inserts überführt, 3 Wochen 
chondrogen vordifferenziert und anschließend für 4, 6 bzw. 8 Wochen in unterschiedlichen 
Mineralisationsmedien (OM + FCS, OM – FCS, HM, CHO+β-G) bzw. CHO (Kontrolle) überführt. 
Nach der Ernte erfolgten makroskopische Aufnahmen zur Beurteilung der Formstabilität. Auffällig 
waren die Aufwölbungen am Rand der Knorpelscheiben in der HM-, CHO+β-G- und CHO-Gruppe 
(Pfeil) zu allen drei Zeitpunkten. (n = 8, Maßstab 2 mm) 
 
Abbildung 4.18 Entwicklung des Durchmessers von Knorpelscheiben während der 
Mineralisationskultur in vitro. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur zu je 0,5 x106 Zellen 
in TW-Inserts überführt, 3 Wochen chondrogen vordifferenziert und anschließend für 4, 6 bzw. 8 
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Wochen in unterschiedlichen Mineralisationsmedien (OM + FCS, OM – FCS, HM, CHO+β-G) bzw. 
CHO (Kontrolle) überführt. Zur Beurteilung der Formstabilität wurde der Durchmesser der 
Knorpelscheiben bestimmt. Die Boxen zeigen den Abstand zwischen oberen (75 %) und unteren 
(25 %) Quartil an, die Linie darin stellt den Median und die Antennen die Minimal- und Maximalwerte 
dar. Die gestrichelte Linie markiert den Ausgangsdurchmesser nach 3 Wochen chondrogener 
Vorkultivierung (6,5 mm). (n = 8, Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Die histologische Auswertung zeigte, dass in den Gruppen, in denen die Knorpelscheiben in ITS-
haltigen Medien (HM, CHO + β-G und CHO) kultiviert wurden, zu allen 3 Zeitpunkten sowohl 
Proteoglykane als auch Kollagen Typ II homogen verteilt vorlagen (Abbildung 4.19). In den 
Knorpelscheiben, die in Medien ohne ITS (OM + FCS und OM – FCS) kultiviert wurden, war ein 
deutlicher Verlust der Proteoglykanablagerung erkennbar, der sich über den gesamten 
Kultivierungszeitraum fortsetzte. Dieser Verlust war in der OM – FCS-Gruppe gegenüber des 
Ausgangszustandes deutlich stärker ausgeprägt, verglichen mit der OM + FCS-Gruppe, und führte 
zu fast komplett Safranin-O-negativen Scheiben nach 8 Wochen. Kollagen Typ II wurde dagegen 
homogen verteilt in allen Knorpelscheiben aller Gruppen und zu allen Zeitpunkten nachgewiesen. In 
Abbildung 4.19 sind beispielhaft die Safranin-O- und die dazugehörige Kollagen Typ II-Färbung 
eines Spenders dargestellt. Durchgeführt wurde dieser Teilversuch mit 3 Spendern in Duplikaten 




Abbildung 4.19 Entwicklung des Gehalts an EZM über den Zeitraum der Mineralisationskultur 
von Knorpelscheiben in vitro. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur zu je 0,5 x106 Zellen 
in TW-Inserts überführt, 3 Wochen chondrogen vordifferenziert und anschließend für 4, 6 bzw. 8 
Wochen in unterschiedlichen Mineralisationsmedien (OM + FCS, OM – FCS, HM, CHO+β-G) bzw. 
CHO (Kontrolle) überführt. Nach der Anfertigung von Parafinschnitten erfolgte eine Safranin-O- 
sowie eine Kollagen Typ II-Färbung um die Ablagerung chondrogener EZM zu beurteilen. (n = 8, 
Maßstab 200 µm) 
Auch die Aktivität der Alkalischen Phosphatase und die Ablagerung von Kollagen Typ X, beides 
Marker für die hypertrophe Differenzierung chondrogener Zellen, wurden histologisch untersucht 
(Abbildung 4.20). Es konnte in allen Gruppen zu allen Zeitpunkten eine Aktivität der ALP 
nachgewiesen werden, die vorrangig perizellulär, aber homogen verteilt innerhalb der 
Knorpelscheiben vorlag. Ein Nachweis von Kollagen Typ X gelang ebenfalls in allen Gruppen. 
Allerdings gab es deutliche Unterschiede hinsichtlich der Lokalisation. Während es in den Gruppen 
OM + FCS, OM – FCS, CHO + β-G und CHO nur in den Randbereichen nachgewiesen wurde, lag 
in den Knorpelscheiben der Gruppe HM eine homogene Verteilung vor. Abbildung 4.20 zeigt 
beispielhaft die histologischen Bilder der ALP- und Kollagen Typ X-Färbung eines Spenders nach 6 
und 8 Wochen Kultivierung. Die Kollagen Typ X-Färbung wurde mit Knorpelscheiben von 3 
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Spendern durchgeführt (n = 3). Die ALP-Färbung wurde mit Knorpelscheiben aus 3 Spendern in 
Duplikaten bzw. Quadriplikaten durchgeführt (n = 8). 
 
 
Abbildung 4.20 ALP-Aktivität und Kollagen Typ X-Ablagerung in Knorpelscheiben nach 
Mineralisationskultur. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur zu je 0,5 x106 Zellen in TW-
Inserts überführt, 3 Wochen chondrogen vordifferenziert und anschließend für 4, 6 bzw. 8 Wochen 
in unterschiedlichen Mineralisationsmedien (OM + FCS, OM - FCS, HM, CHO+β-G) bzw. CHO 
(Kontrolle) überführt. Nach der Anfertigung von Parafinschnitten erfolgte eine ALP sowie eine 
Kollagen Typ X-Färbung um die hypertrophe Differenzierung beurteilen zu können. (Woche 6: n = 
8, Woche 8: n = 8 bzw. 3, Maßstab 200 µm) 
Mittels der Alizarinrot-Färbung konnte die Verteilung der Kalziumablagerung, und damit der 
Mineralisation, innerhalb des Querschnitts der Knorpelscheiben beurteilt werden (Abbildung 4.21). 
Bereits nach 4 Wochen zeigte sich eine starke aber teilweise noch ungleichmäßige 
Kalziumablagerung innerhalb der Knorpelscheiben die in β-Glycerolphosphat-haltigen Medien 
kultiviert wurden. Nach 8 Wochen hingegen wurde eine relativ homogene Alizarinrot-Färbung aller 
Scheiben festgestellt. In der CHO-Gruppe konnte hingegen auch nach 8 Wochen keine 
Mineralisation der Knorpelscheiben festgestellt werden.  
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Abbildung 4.21 zeigt beispielhaft die mikroskopischen Bilder der Alizarinrot-Färbungen eines 
Spenders über den gesamten Kultivierungszeitraum. Die Untersuchungen zur Mineralisation wurden 
mit Knorpelscheiben aus 3 Spendern in Duplikaten bzw. Quadriplikaten durchgeführt (n = 8). 
 
 
Abbildung 4.21 Qualitative Beurteilung der Mineralisation von Knorpelscheiben in vitro. pMSC 
wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur zu je 0,5 x106 Zellen in TW-Inserts überführt, 3 Wochen 
chondrogen vordifferenziert und anschließend für 4, 6 bzw. 8 Wochen in unterschiedlichen 
Mineralisationsmedien (OM + FCS, OM - FCS, HM, CHO+β-G) bzw. CHO (Kontrolle) überführt. Es 
erfolgten µ-CT-Scans an nativen Knorpelscheiben und Alizarinrot-Färbung nach Anfertigung 
histologischer Paraffinschnitte zur Darstellung der Mineralisation. (n = 8, Maßstab histologische 
Vergrößerungen 200 µm) 
Für die Untersuchung der Mineralisation wurden neben der histologischen Färbung auf 
Kalziumablagerung außerdem µCT-Scans durchgeführt. Durch die µCT-Scans konnte das 
Mineralisationsvolumen (MV) bezogen auf das Gesamtvolumen (Total volume, TV) der 
Knorpelscheiben bestimmt werden. Dies ergab den Mineralisationsgrad (MV/TV) der 
Knorpelscheiben. In Abbildung 4.22 ist zu erkennen, dass in allen Knorpelscheiben, die in β-
Glycerolphosphat-haltigen Medien kultiviert wurden, ein Anstieg der Mineralisation über die gesamte 
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Kultivierungszeit stattfand. Eine Signifikanz des Mineralisationsanstiegs wurde allerdings nur nach 
8 Wochen in den Gruppen OM – FCS, HM und CHO + β-G bezogen auf den jeweiligen 4 Wochen-
Zeitpunkt festgestellt, nicht aber in der OM + FCS-Gruppe. Die Mineralisation innerhalb der 
Knorpelscheiben die in OM + FCS kultiviert wurden erreichte bereits nach 4 Wochen ein relativ 
hohes Niveau, nahm aber über den folgenden Zeitraum nur geringgradig zu. Innerhalb der jeweiligen 
Zeitpunkte konnte kein signifikanter Unterschied hinsichtlich der Mineralisation zwischen den 
Gruppen festgestellt werden. Nach 4 Wochen war die Mineralisation der Knorpelscheiben in der OM 
+ FCS-Gruppe signifikant höher verglichen mit den Scheiben der OM – FCS-Gruppe, da die 
Scheiben in diesen Medium anfangs schneller mineralisieren.  In der Gruppe des chondrogenen 
Mediums (CHO) wurde zu allen Zeitpunkten keine Mineralisation nachgewiesen. 
 
 
Abbildung 4.22 Quantifizierung der Mineralablagerung in Knorpelscheiben nach 
Mineralisationskultur in vitro. pMSC wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur zu je 0,5 x106 Zellen 
in TW-Inserts überführt, 3 Wochen chondrogen vordifferenziert und anschließend für 4, 6 bzw. 8 
Wochen in unterschiedlichen Mineralisationsmedien (OM + FCS, OM - FCS, HM, CHO+β-G) bzw. 
CHO (Kontrolle) überführt. Um den Mineralisationsgrad zu bestimmen, wurden die Scheiben im µ-
CT gescannt. Die Boxen zeigen den Abstand zwischen oberen (75 %) und unteren (25 %) Quartil 
an, die Linie darin stellt den Median und die Antennen die Minimal- und Maximalwerte dar. (n = 8, 
Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Betrachtet man die Gesamtheit der Ergebnisse, war HM das am besten geeignete Medium für die 
Mineralisation der aus pMSC selbstkondensierten Knorpelscheiben. Aufgrund dieser Ergebnisse 
wurde für die Mineralisation der Knorpelscheiben in weiteren in vitro Versuchen dieses 
Mineralisationsmedium verwendet, da nur so ein hoher Proteoglykangehalt und eine homogene 
Kollagen Typ X-Verteilung innerhalb der Knorpelscheiben erreicht wurde. Um eine Mineralisation 
der Knorpelscheiben zu erreichen, erschienen 6 Wochen In-vitro-Mineralisation ausreichend.  
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4.8 Etablierung der Herstellung der oberen Knorpelzone: EZM-
Ablagerung und Formstabilität 
Um starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogel als Trägermaterial für die pAC-haltige obere Zone eines 
zonalen Knorpel-Konstrukts zu vergleichen, sollten beide Hydrogelarten in einem ersten Schritt für 
die Kultivierung von pACs in vitro beurteilt werden. Da die späteren zonalen Konstrukte in einer 
kompartimentierten In-vitro-Kultivierung, unter Verwendung zweier verschiedener Medien kultiviert 
werden sollten, sollte die TWK zum Einsatz kommen. Diese musste für pAC-haltige Hydrogele zuerst 
etabliert werden. Dafür wurden nicht-zonale pAC-haltigen Hydrogele in TWK bzw. im Well einer 
Multiwellplatte (Konventionelle Kultur, KK) kultiviert und anschließend miteinander verglichen. Es 
folgte eine Vermessung der Gele um eine Veränderung der Form feststellen zu können. Außerdem 
fand eine histologische Untersuchung hinsichtlich der Ablagerung von Kollagen Typ II statt. 
Es war bereits makroskopisch erkennbar, dass die starPEG/Heparin-Hydrogele in der KK einen 
größeren Durchmesser aufwiesen, verglichen mit der TWK. Dies konnte durch die Vermessung der 
Gele bestätigt werden (Abbildung 4.23 A). Bei den starPEG/Heparin-Hydrogelen in der KK war die 
Vergrößerung des Durchmessers signifikant, sowohl im Vergleich mit den Fibrin-Gelen der KK als 
auch mit den starPEG/Heparin-Gelen der TWK. Bei den starPEG/Heparin-Gelen der TWK sowie 
den Fibrin-Gelen in beiden Kultivierungsformen veränderte sich der Durchmesser dagegen nicht, 
verglichen mit dem Durchmesser der TW-Inserts bzw. der Silikonformen (6,5 mm). Allerdings konnte 
bei beiden Kultivierungsformen für die starPEG/Heparin-Gele eine Zunahme der Dicke nach 6 
Wochen nachgewiesen werden (Abbildung 4.23 B). Signifikant ist diese Zunahme allerdings nur bei 
den starPEG/Heparin- verglichen mit den Fibrin-Gelen der KK. Zu erwähnen ist, dass die 
Standardabweichung der Gele in der TWK relativ hoch ausfiel. Die Fibrin-Hydrogele dagegen 
zeigten nur geringgradige Abweichungen von der anfänglichen Dicke von 1,5 mm. In einigen Fällen 
konnte bei den Fibrin-Hydrogelen allerdings an der Oberseite eine geringgradige Randbildung 
beobachtet werden (Pfeil Abbildung 4.24). 
 
 
Abbildung 4.23 Durchmesser und Dicke pAC-haltiger starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogele 
in vitro. pACs wurden nach 5 Tagen in Monolayerkultur in starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - 
bzw. Fibrin-Hydrogele (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) gegossen und in TWK bzw. in konventioneller Kultur 
(KK) über 6 Wochen chondrogen kultiviert. Zur Beurteilung der Formstabiliät wurden der 
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Durchmesser der Hydrogele bestimmt. Die Boxen zeigen den Abstand zwischen oberen (75 %) und 
unteren (25 %) Quartil an, die Linie darin stellt den Median und die Antennen die Minimal- und 
Maximalwerte dar. Die gestrichelte Linie markiert den Ausgangsdurchmesser (6,5 mm) bzw. –dicke 
(1,5 mm) nach Herstellung der Hydrogele. (n = 8/9, Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Die mittels immunhistochemischer Färbung nachgewiesene Kollagen Typ II-Ablagerung in allen 
starPEG/Heparin-Hydrogelen fand vorrangig perizellulär statt (Abbildung 4.24). In Bereichen mit 
hohen Kollagen Typ II-Gehalten konnte allerdings auch zunehmend interterritoriale Ablagerung 
beobachtet werden. Dies fand sich hauptsächlich in dem Randbereich der Gele, welcher in direktem 
Kontakt mit der Membran des TW-Inserts standen.  In den Fibrin-Hydrogelen fand dagegen eine 
homogenere Kollagen Typ II-Ablagerung durch die pACs statt. Allerdings konnte auch in diesem Gel 
eine stärkere Ablagerung in der Peripherie sowohl in der TWK als auch in der KK beobachtet 
werden. Außerdem schien die Menge an abgelagertem Kollagen Typ II innerhalb der Fibrin-Gruppe 
stärker zu variieren, verglichen mit der starPEG/Heparin-Gruppe. Abbildung 4.24 zeigt jeweils die 
besten und die schlechtesten starPEG-Heparin- und Fibrin-Hydrogele der TWK und der KK bezogen 
auf die Kollagen Typ II-Ablagerung. Dieser Teilversuch wurde mit 3 verschiedenen pAC-Spendern 
in Duplikaten bzw. Triplikaten durchgeführt (n = 8 bzw. 9). 
 
 
Abbildung 4.24 Form und Kollagen Typ II-Ablagerung pAC-haltiger starPEG/Heparin- und 
Fibrin-Hydrogele. pACs wurden nach 5 Tagen in Monolayerkultur in starPEG/Heparin (100 % 
abbaubar) - bzw. Fibrin-Hydrogele (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) gegossen und in TWK bzw. in KK über 
6 Wochen chondrogen kultiviert. Zur Beurteilung der Formstabiliät wurden die Hydrogele nach der 
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Ernte fotografiert. Um die Ablagerung von knorpeliger EZM zu beurteilen wurden Paraffinschnitte 
angefertigt und auf Kollagen Typ II gefärbt. Auffällig war eine Randbildung bei den Hydrogelen, die 
bereits makroskopisch (Pfeile) erkennbar war. (n = 8/9, Maßstab Makroskopie 2 mm, Vergrößerung 
Mikroskopie 200 µm) 
Abschließend lässt sich sagen, dass für die starPEG/Heparin-Hydrogele trotz der homogeneren 
Verteilung von Kollagen Typ II in den der KK, die TWK aufgrund der verbesserten Formstabilität zu 
bevorzugen ist. Für Fibrinhydrogele konnte kein Unterschied der beiden Kultivierungsarten 
hinsichtlich der Ablagerung von EZM oder Form festgestellt werden. Hinsichtlich der Kollagen Typ 
II-Ablagerung scheint das Fibrin-Hydrogel für pACs besser geeignet zu sein als starPEG/Heparin. 
4.9 Charakterisierung von in vitro generierten zonalen 
Knorpelkonstrukten 
Nachdem aus pMSC selbstkondensierte Knorpelscheiben als untere Schicht und pAC-haltige 
starPEG/Heparin- bzw. Fibrin-Hydrogele als obere Schicht etabliert waren, sollten diese zu einem 
zonalen Konstrukt kombiniert werden. Essentiell wichtig war dabei, dass diese zonalen 
Knorpelkonstrukte in vitro und in vivo eine obere hyalinartige nicht-mineralisierte Knorpelzone und 
eine untere mineralisierte Zone aus kalzifizierten Knorpel entwickelten.  
Um zu testen welches Hydrogel für die pAC-haltige Zone am besten geeignet ist und ob es zu einer 
Beeinflussung der zonenspezifischen Eigenschaften durch die Co-Kultur von pACs und pMSC 
kommt, wurden in einem ersten Schritt zonale In-vitro-Konstrukte gezüchtet, bevor die Ausreifung 
dieser Konstrukte ektop im Tier untersucht wurde. Für eine optimale Mineralisation der unteren Zone 
und eine maximale Ablagerung hyaliner EZM in der oberen Zone, wurden die zonalen Konstrukte in 
TW-Inserts kultiviert, um eine Versorgung mit unterschiedlichen Nährmedien gewährleisten zu 
können. Des Weiteren wurde die Formstabilität anhand des Gesamtvolumens, des Durchmessers 
und der Dicke der Konstrukte beurteilt. Der gesamte Versuch wurde mit pMSC von je 3 Spendern in 
Doppel- bzw. Dreifachbestimmung durchgeführt (n = 9). 
Nach Beendigung der Kultivierung konnten alle Konstrukte ohne Trennung der Zonen aus den TW-
Inserts geerntet werden. Auch durch die Schrumpfung des starPEG/Heparin-Hydrogels während der 
histologischen Prozessierung wurden die Zonen nicht voneinander getrennt, was auf eine feste 
Verbindung schließen lässt. 
Nach 6 Wochen TWK war makroskopisch keine Veränderung der Form aller Konstrukte erkennbar. 
Allerdings wurde, wie auch schon bei den nicht-zonalen Fibrin-Hydrogelen, eine Randbildung des 
Fibrins beobachtet, welche teilweise bis über die Knorpelscheiben hinausragte (Pfeil Abbildung 
4.27).  
Um die Formstabilität der zonalen Konstrukte über die Kultivierungsdauer beurteilen zu können, 
wurde das Volumen sowie der Durchmesser und die Dicke gemessen. Das Gesamtvolumen der 
zonalen starPEG/Heparin-Konstrukte war gut 2-fach höher und dass der Fibrin-Konstrukte nur 
knapp 1,5-fach höher, verglichen mit dem Ausgangsvolumen zum Zeitpunkt der Herstellung dieser 
Konstrukte (Abbildung 4.25). Dieser Unterschied war signifikant zum Ausgangsvolumen für beide 
Konstruktarten, welche durch Bonferroni-Korrektur verloren ging, wenn zugleich die beiden 
Konstruktarten miteinander verglichen wurden. Jedoch bestand eine Signifikanz beim Vergleich der 
beiden Konstrukt-Arten gegeneinander.  
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Hinsichtlich des Durchmessers war nach der Kultur nur eine geringgradige Erhöhung sowohl bei 
den starPEG/Heparin- als auch bei den Fibrin-Konstrukten feststellbar, verglichen zu dem 
Durchmesser der Konstrukte zum Zeitpunkt der Herstellung (6,5mm, Durchmesser des TW-Inserts), 
die nicht signifikant war (Abbildung 4.26 A). Die Dicke der zonalen Konstrukte zum Zeitpunkt der 
Herstellung wurden anhand des mit dem µCT ermittelten Volumens und des durch die TW-Inserts 
vorgegebenen Durchmessers berechnet. Daraus ergaben sich für die starPEG/Heparin-Konstrukte 
eine Dicke von 1,428 mm und für die Fibrin-Konstrukte 1,301 mm. Wie in Abbildung 4.26 B 
erkennbar, fand eine Zunahme der Dicke sowohl bei den zonalen starPEG/Heparin- als auch bei 
den Fibrin-Konstrukten statt. Es konnte allerdings keine Signifikanz zur Ausgangsdicke festgestellt 
werden. Jedoch waren die starPEG/Heparin-Konstrukte nach der Kultivierungszeit signifikant dicker, 
verglichen mit den Fibrin-Konstrukten. 
 
 
Abbildung 4.25 Gesamtvolumens zonaler in vitro gereifter Konstrukte. Zonale Konstrukte mit 
einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-Zone (45 µl, 20 x106 
Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 Wochen chondrogen vorkultiviert) 
wurden 6 Wochen in TWK kultiviert. Zur Beurteilung der Formstabiliät wurde das Gesamtvolumen 
der Konstrukte mittels µ-CT-Scans bestimmt. Die Boxen zeigen den Abstand zwischen oberen (75 
%) und unteren (25 %) Quartil an, die Linie darin stellt den Median und die Antennen die Minimal- 
und Maximalwerte dar. Die gestrichelte Linie markiert das Ausgangsvolumen nach Herstellung der 




Abbildung 4.26 Durchmesser und Dicke in vitro ausgereifter zonaler Konstrukte. Zonale 
Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-Zone 
(45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 Wochen chondrogen 
vorkultiviert) wurden 6 Wochen in TWK kultiviert. Zur Beurteilung der Formstabilität wurde der 
Durchmesser (A) und die Dicke (B) der Konstrukte bestimmt. Die Boxen zeigen den Abstand 
zwischen oberen (75 %) und unteren (25 %) Quartil an, die Linie darin stellt den Median und die 
Antennen die Minimal- und Maximalwerte dar. Die gestrichelte Linie markiert den 
Ausgangsdurchmesser bzw. die berechnete Dicke nach Herstellung der Konstrukte. (n = 9, 
Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Bei der Beurteilung der Knorpelmatrixausbildung zeigten alle zonalen Konstrukte eine durchgehend 
starke homogene Ablagerung von Kollagen Typ II in der unteren Zone (Knorpelscheibe). In der 
oberen Zone hingegen waren Unterschiede zwischen den beiden Hydrogelarten zu erkennen. 
Während in den Fibrin-Konstrukten ebenfalls eine starke homogene Kollagen Typ II-Ablagerung 
nachweisbar war, erschien diese in den starPEG/Heparin-Gelen vorrangig perizellulär. Allerdings 
fanden sich, wie bereits für die nicht-zonalen Gele beschrieben, in Bereichen mit hohem Kollagen 
Typ II-Gehalt auch zunehmend interterritorial positive gefärbte Bereiche. In 3/9 zonalen Fibrin-
Konstrukten konnten mittig scharf abgegrenzte Areale identifiziert werden, die kaum positiv für 
Kollagen Typ II gefärbt waren (Pfeilspitze Abbildung 4.27). Des Weiteren war sowohl makroskopisch 
(Pfeil Abbildung 4.27) als auch histologisch (Kreis Abbildung 4.27) eine Randbildung bei den Fibrin-
Hydrogelen zu erkennen, die über die Knorpelscheibe hinausragte. In Abbildung 4.27 sind die 
besten und schlechtesten Ergebnisse hinsichtlich der Kollagen Typ II-Färbung der zonalen 
starPEG/Heparin- und Fibrin-Konstrukte in vitro dargestellt. 
Somit konnten Chondrozyten und MSC erfolgreich große Mengen Kollagen Typ II-haltiger Matrix 
ablagern. Es stellt sich nun die Frage, ob die gewünschten zonalen Unterschiede einer 




Abbildung 4.27 Formstabilität und Kollagen Typ II-Ablagerung in vitro ausgereifter zonaler 
Konstrukte. Zonale Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) 
- bzw. Fibrin-Zone (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 
Wochen chondrogen vorkultiviert) wurden hergestellt und für 6 Wochen in TWK ausgereift. Um die 
Formstabilität zu beurteilen, wurden sie nach der Ernte fotografiert. Um die Ablagerung von 
knorpeliger EZM zu beurteilen wurden Paraffinschnitte angefertigt und auf Kollagen Typ II gefärbt. 
Makroskopisch (Pfeil) und mikroskopisch (Kreis) ist Hydrogel am Rand der Knorpelscheibe sichtbar. 
Des Weiteren waren in einigen Fibrin-Konstrukten scharf abgegrenzte Kollagen Typ II-negative 
Bereiche erkennbar (Pfeilspitze). (n = 9, Maßstab Makroskopie 2 mm, Vergrößerung Mikroskopie 
200 µm) 
Hinsichtlich der Mineralisation war bereits makroskopisch ein Unterschied zwischen den beiden 
Zonen zu erkennen. Während die untere differenzierte Zone undurchsichtig bis milchig erschien, 
wirkte die pAC-haltige Zone durchsichtig und klar (Abbildung 4.28).  
Die Alizarin-Rot-Färbung zeigte, dass in allen In-vitro-Konstrukten eine Mineralisation 
(Kalziumablagerung) sattfand, die auf die untere Zone beschränkt blieb (Abbildung 4.28). Eine über 
den gesamten Querschnitt der Scheibe reichende Mineralisation konnte lediglich in einem 
starPEG/Heparin-Konstrukt nachgewiesen werden. Anhand der histologischen Färbung war zu 
erkennen, dass in der unteren Zone der starPEG/Heparin-Konstrukte eine großflächigere 
Kalziumablagerung stattfand, verglichen mit den Fibrin-Konstrukten.  
Auch die Aktivität der ALP wurde in allen Konstrukten lediglich in der unteren Zone nachgewiesen. 
Sie war in beiden Gruppen homogen innerhalb dieser Zone verteilt (Abbildung 4.28). Anders verhielt 
es sich mit Kollagen Typ X. Während der Nachweis dieses Kollagentyps in den Fibrinkonstrukten 
auf die untere Zone begrenzt blieb, konnte in den starPEG/Heparin-Konstrukten auch in der oberen 
Zone Kollagen Typ X nachgewiesen werden. Dies beschränkte sich allerdings auf den Grenzbereich 
zur unteren Zone und könnte durch die Diffusion von in der unteren Zone durch pMSC gebildeten 
Kollagen Typ X bedingt sein (Pfeilspitze Abbildung 4.28). Abbildung 4.28 zeigt beispielhaft die 
besten und schlechtesten Konstrukte hinsichtlich der Alizarinrot-Färbung zusammen mit den 




Abbildung 4.28 Mineralisation und hypertrophe Differenzierung zonaler Konstrukte in vitro. 
Zonale Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-
Zone (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 Wochen 
chondrogen vorkultiviert) wurden nach 6 Wochen in vitro mittels µCT gescannt (Beurteilung 
Mineralisation) und anschließend histologisch auf Kalziumablagerung (Alizarinrot), ALP-Aktivität und 
Kollagen Typ X-Ablagerung untersucht. In den vergrößerten histologischen Aufnahmen der 
starPEG/Heparin-Konstrukte waren Kollagen Typ X-positive Bereiche in der oberen Zone 
angrenzend zur unteren Knorpelscheibe sichtbar (Pfeilspitzen). (n = 9, Maßstab histologische 
Vergrößerungen 200 µm) 
Die anhand der Alizarin-Rot-Färbung erkennbare Kalziumablagerung konnte durch die 
Quantifizierung des Mineralisationsvolumens anhand von µCT-Aufnahmen genauer erfasst werden. 
Demnach lagerten starPEG/Heparin-Konstrukte tendenziell mehr Mineral ab als Fibrin-Konstrukte 
(Abbildung 4.29). Allerdings wurden aufgrund der hohen Variabilität zwischen gleichartigen Proben 
keine signifikanten Unterschiede zwischen den beiden Konstruktarten beobachtet. In den 
rekonstruierten dreidimensionalen Bildern der µCT-Aufnahmen ganzer zonaler Konstrukte ließen 
sich außerdem, wie auch schon makroskopisch beobachtet, die zwei unterschiedlich-röntgendichten 
Zonen im oberen und unteren Teil der Konstrukte erkennen (Abbildung 4.28). In Abbildung 9.6 sind 






Abbildung 4.29 Mineralisationsvolumen zonaler in vitro ausgereifter Konstrukte. Zonale 
Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-Zone 
(45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 Wochen chondrogen 
vorkultiviert) wurden 6 Wochen in vitro (TWK) kultiviert. Das Mineralisationsvolumen der Konstrukte 
wurde mittels µ-CT-Scans bestimmt. Die Antennen stellen die Standardabweichung dar. (n = 9, 
Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass eine Versorgung der beiden Zonen eines bizonalen 
Konstrukts mit unterschiedlichen Medien durch die TWK möglich ist. Die starPEG/Heparin-
Konstrukte blieben durch das Aufquellen im Medium weniger formstabil als die Fibrinkonstrukte. 
Sowohl in den starPEG/Heparin- als auch in den Fibrin-Hydrogelen blieb die Mineralisation auf die 
untere Zone begrenzt. Gemäß der histologischen Färbung hatte man den Eindruck, dass die 
Ablagerung von Kollagen Typ II in der oberen Zone der Fibrinhydrogele ausgeprägter war. Allerdings 
schien dafür das starPEG/Heparin-Hydrogel als obere pAC-haltige Zone eine bessere Hypertrophie 
und eine stärkere Mineralisation in der unteren Zone zu erlauben. 
4.10  Charakterisierung zonaler starPEG/Heparin- und Fibrin-Konstrukte 
nach In-vivo-Reifung 
Da die In-vitro-Kultivierung zonaler Knorpelkonstrukte sehr zeit- und kostenintensiv ist, wäre die 
Ausbildung einer oberen hyalinen Knorpelzone und einer unteren Zone kalzifizierten Knorpels 
vollständig in vivo ohne längere In-vitro-Vorkultur für einen Einsatz in der Therapie von großen 
Vorteil. Des Weiteren sollte beurteilt werden, ob starPEG/Heparin oder Fibrin als obere pAC-haltige 
Zone unter In-vivo-Bedingungen besser geeignet ist. Um dies zu untersuchen wurden zonale 
starPEG/Heparin bzw. Fibrin-Konstrukte direkt nach der Herstellung für 6 Wochen subkutan in 
immundefiziente Mäuse (SCID) implantiert. Anschließend sollte die Formstabilität der Konstrukte 
sowie die Mineralisation und die Ablagerung von hyalinknorpeliger Matrix innerhalb der Zonen 
untersucht werden. Dieser Versuch wurde mit pMSC von je 3 Spendern in Triplikaten durchgeführt 
(n = 7). Die histologischen Untersuchungen erfolgten an 7 Konstrukten (n = 7). 
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Nach der Explantation wurde keine Trennung der beiden Zonen der Konstrukte festgestellt. Auch 
durch die Schrumpfung des starPEG/Heparin-Hydrogels während der histologischen Prozessierung 
wurden die Zonen nicht voneinander getrennt. Allerdings war von der oberen Zone der Fibrin-
Konstrukte nach der Explantation makroskopisch nur noch ein schmaler Rest zu erkennen. Die 
obere Zone der starPEG/Heparin-Konstrukte hatte sich dagegen sichtlich verbreitert und ragte 
deutlich über den Rand der unteren Knorpelscheibe hinaus (Abbildung 4.32). Die In-vivo-Konstrukte 
wurden zunächst hinsichtlich ihres Gesamtvolumens untersucht (Abbildung 4.30). Das über die µCT-
Scans ermittelte Volumen zeigte, dass die starPEG/Heparin-Konstrukte eine ca. 2,7-fache Zunahme 
gegenüber der Konstrukte direkt nach der Herstellung aufwiesen. Die Fibrin-Konstrukte hingegen 
wiesen, aufgrund des partiellen Abbaus des Fibrin-Teils, nur noch ca. 40 % ihres 
Ausgangsvolumens auf. Das Gesamtvolumen der zonalen starPEG/Heparin-Konstrukte war damit 
nach 6 Wochen in vivo signifikant höher als das, der Fibrin-Konstrukte. Allerdings konnte für beide 
Gruppen keine Signifikanz gegenüber dem Ausgangsvolumen an Tag 0 nachgewiesen werden, 
auch wenn ein Trend zur Veränderung des Volumens zu erkennen ist. 
 
 
Abbildung 4.30 Gesamtvolumen zonaler in vivo gereifter starPEG/Heparin- und Fibrin-
Konstrukte. Zonale Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) 
- bzw. Fibrin-Zone (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 
Wochen chondrogen vorkultiviert) wurden 6 Wochen in vivo untersucht. Zur Beurteilung des 
Gesamtvolumens der Konstrukte wurden µ-CT-Scans durchgeführt. Die Boxen zeigen den Abstand 
zwischen oberen (75 %) und unteren (25 %) Quartil an, die Linie darin stellt den Median und die 
Antennen die Minimal- und Maximalwerte dar. Die gestrichelte Linie markiert das Ausgangsvolumen 
nach Herstellung der Konstrukte. (n = 9, Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Auch der Durchmesser und die Dicke zeigten einen deutlichen Unterschied zwischen beiden 
Gruppen. Nach 6 Wochen in vivo erhöhte sich der Durchmesser der starPEG/Heparin-Konstrukte 
auf annähernd das 1,4-fache und die Dicke auf ca. das 1,7-fache verglichen mit den 
Ausgangswerten (Abbildung 4.31 A). Die Fibrin-Konstrukte hingegen behielten ihren ursprünglichen 
Durchmesser bei, verringerten ihre Dicke allerdings auf unter 50 % ihrer Ausgangsdicke (Abbildung 
4.31 B). Der Durchmesser der Konstrukte zum Zeitpunkt der Herstellung betrug 6,5 mm 
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(Durchmesser der Silikonformen). Die ursprüngliche Dicke wurde anhand des mit dem µCT 
ermittelten Volumens und des durch die Silikonformen vorgegebenen Durchmessers (6,5 mm) 
berechnet. Daraus ergab sich für die starPEG/Heparin-Konstrukte eine Dicke von 1,428 mm und für 
die Fibrin-Konstrukte 1,301 mm. Für Durchmesser und Dicke ergaben sich in beiden Gruppen keine 
signifikanten Abweichungen gegenüber Tag 0. 
 
 
Abbildung 4.31 Durchmesser und Dicke zonaler in vivo gereifter starPEG/Heparin- und Fibrin-
Konstrukte. Zonale Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) 
- bzw. Fibrin-Zone (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 
Wochen chondrogen vorkultiviert) wurden nach 6 Wochen in vivo zur Beurteilung der Formstabiliät 
hinsichtlich Durchmesser (A) und Dicke (B) mittels eines Messschiebers vermessen. Die Boxen 
zeigen den Abstand zwischen oberen (75 %) und unteren (25 %) Quartil an, die Linie darin stellt den 
Median und die Antennen die Minimal- und Maximalwerte dar. Die gestrichelte Linie markiert den 
Ausgangsdurchmesser bzw. die berechnete Dicke nach Herstellung der Konstrukte. (n = 9, 
Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Die histologische Untersuchung zeigte, dass in der unteren Zone (Knorpelscheibe) aller Konstrukte, 
wie auch schon in den Knorpelscheiben nach 3 Wochen In-vitro-Vorkultur, Kollagen Typ II homogen 
verteilt nachweisbar war (Abbildung 4.32). Der histologische Nachweis von Kollagen Typ II in der 
oberen Zone der starPEG/Heparin- und Fibrin-Konstrukten beweist, dass die Kollagen Typ II-
Ablagerung in dieser Zone vollständig in vivo ablief. Die Kollagen Typ II-Ablagerung in der oberen 
Zone der starPEG/Heparin-Konstrukte zeigte sich hauptsächlich perizellulär. Lediglich in Bereichen 
mit hoher Kollagen Typ II-Dichte konnte das Kollagen auch interterritorial nachgewiesen werden, 
was vor allem im Grenzbereich zur unteren Zone der Fall war. In einigen Fibrinkonstrukten konnte 
ein relativ scharf abgegrenztes Areal identifiziert werden, das wenig bis gar nicht positiv für Kollagen 
Typ II angefärbt war (Pfeil Abbildung 4.32). Lediglich in einem Fibrin-Konstrukt war durchgängig über 




Abbildung 4.32 Form und Kollagen Typ II-Ablagerung in vivo gereifter zonaler Konstrukte. 
Zonale Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-
Zone (jeweils 45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 Wochen 
chondrogen vorkultiviert) wurden nach 6 Wochen TWK fotografiert um die Formstabilität beurteilen 
zu können. Um die Ablagerung von knorpeliger EZM zu beurteilen wurden Paraffinschnitte 
angefertigt und auf Kollagen Typ II gefärbt. Auffällig waren die teils scharf abgegrenzten Kollagen 
Typ II-negativen Bereiche innerhalb der oberen Zone der zonalen Fibrin-Konstrukten (Pfeil). (n = 7, 
Maßstab Makroskopie 2 mm, Vergrößerung Mikroskopie 200 µm) 
Die histologische Färbung mit Alizarinrot zeigte in beiden Konstrukt-Gruppen eine starke, wenn auch 
nicht immer über den gesamten Schnitt verlaufende, Kalziumablagerung (Abbildung 4.33). Während 
bei den starPEG/Heparin-Konstrukten die Mineralisation auf die untere Zone beschränkt blieb, 
waren in 4 von 7 Fibrin-Konstrukten Alizarinrot-positive Bereiche auch in der oberen Zone 
nachweisbar. Diese Bereiche grenzten alle an die untere Zone an und waren in den betreffenden 
Konstrukten unterschiedlich stark ausgeprägt (Pfeile Abbildung 4.34). Auch die Aktivität der ALP, 
sowie eine Ablagerung von Kollagen Typ X konnte bei 3 der 4 Konstrukte in der oberen Zone 
nachgewiesen werden. Bei einem Konstrukt konnte nur die Ablagerung von Kalzium, ohne 
entsprechende ALP-Aktivität oder Kollagen Typ X-Ablagerung an dieser Stelle nachgewiesen 
werden. Die Alizarinrot-, ALP- und Kollagen Typ X-Färbungen der betroffenen 4 zonalen Fibrin-
Konstrukte sind in Abbildung 4.34 als Übersicht dargestellt. In den starPEG/Heparin-Konstrukten 
blieb auch die Aktivität der ALP auf die untere Zone begrenzt. Eine Ablagerung des Kollagen Typ X 
konnte in beiden Konstruktarten in der unteren Zone nachgewiesen werden. Allerdings zeigten die 
starPEG/Heparin-Konstrukte auch in der oberen Zone im Grenzbereich zur Knorpelscheibe 
perizelluläre Ablagerungen dieses Kollagentyps (Pfeilspitze Abbildung 4.33). In Abbildung 4.33 sind 
für beide Gruppen jeweils das beste und schlechteste in vivo entstandene Knorpelersatzgewebe 





Abbildung 4.33 Mineralisation und hypertrophe Differenzierung in vivo gereifter zonaler 
Konstrukte. Zonale Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) 
- bzw. Fibrin-Zone (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 
Wochen chondrogen vorkultiviert) wurden nach 6 Wochen in vivo mittels µCT gescannt (Beurteilung 
der Mineralisation) und anschließend histologisch auf Kalziumablagerung (Alizarinrot), ALP-Aktivität 
und Kollagen Typ X-Ablagerung untersucht. In den vergrößerten histologischen Aufnahmen der 
starPEG/Heparin-Konstrukte waren Kollagen Typ X-positive Bereiche in der oberen Zone 
angrenzend zur unteren Knorpelscheibe sichtbar (Pfeile). (n = 7, Maßstab histologische 




Abbildung 4.34 Mineralisation und hypertrophe Differenzierung ausgewählter in vivo gereifter 
zonaler Fibrin-Konstrukte. Zonale Fibrin-Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen Fibrin-Zone (45 
µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 Wochen chondrogen 
vorkultiviert) wurden nach 6 Wochen in vivo histologisch auf Kalziumablagerung (Alizarinrot), ALP-
Aktivität und Kollagen Typ X-Ablagerung untersucht. Bei den dargestellten Gelen konnten Alizarin-
Rot-, ALP- und Kollagen Typ X-positive Bereiche auch in der oberen Zone nachgewiesen werden 
(Pfeile). (n = 7, histologischer Maßstab 500 µm) 
Das via µCT ermittelte Mineralisationsvolumen der zonalen Konstrukte nach Explantation war bei 
den Fibrin-Konstrukten tendenziell höher als bei den starPEG/Heparin-Konstrukten (Abbildung 
4.35). Ein Vergleich des Mineralisationsvolumens in vivo und in vitro zeigte, dass dieses nach 6 
Wochen in vivo bei den starPEG/Heparin-Konstrukten rund 3-fach und bei den Fibrin-Konstrukten 
rund 4-fach höher ausfällt. Für beide Gruppen konnte dabei eine Signifikanz errechnet werden, die 
auch der Korrektur standhielt (Abbildung 4.35). Anhand der µCT-Bilder lässt sich erkennen, dass 
die Mineralisation auf die untere Zone begrenzten bleibt. Auch die Verbreiterung der oberen Zone 
der starPEG/Heparin-Konstrukte und der Abbau der oberen Zone der Fibrin-Konstrukte konnte 
durch diese Bilder deutlich dargestellt werden. In Abbildung 9.6 sind die Bilder der rekonstruierten 




Abbildung 4.35 Mineralisationsvolumen zonaler in vitro und in vivo gereifter starPEG/Heparin- 
und Fibrin-Konstrukte. Zonale Konstrukte mit einer oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % 
abbaubar) - bzw. Fibrin-Zone (45 µl, 20 x106 Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen 
Knorpelscheibe (3 Wochen chondrogen vorkultiviert) wurden 6 Wochen in vitro (TWK) und in vivo 
untersucht. Zur Beurteilung des Mineralisationsgrades wurde das Mineralisationsvolumen der 
Konstrukte mittels µ-CT-Scans bestimmt. Die Antennen stellen die Standardabweichung dar. (n = 9, 
Signifikanz: * = p ≤ 0,05, Mann-Whitney-U) 
Abschließend kann festgestellt werden, dass starPEG/Heparin-Hydrogel als Biomaterial für die 
obere pAC-haltige Zone besser geeignet war als Fibrin-Hydrogel, da Fibrin unter In-vivo-
Bedingungen zu schnell abgebaut wurde. Außerdem blieb die Mineralisation in den zonalen Fibrin-
Konstrukten nicht, wie bei den zonalen starPEG/Heparin-Konstrukten, auf die untere Zone 
beschränkt.  Insgesamt konnte das Ziel, der Ausbildung einer oberen hyalinen Knorpelzone und 
einer unteren Zone kalzifizierten Knorpels vollständig in vivo ohne längere In-vitro-Vorkultur ablaufen 














Das T.E. ist ein vielversprechender neuer Ansatz zur Therapie von Knorpeldefekten. Diese Technik 
ist weniger invasiv als die bisherigen Therapiemöglichkeiten, befindet sich aber momentan noch in 
der Entwicklung und muss weiter optimiert werden. Bisherige Ansätze wiesen Probleme hinsichtlich 
der Qualität der hyalinen EZM, des zonalen Aufbaus oder der Integration der Konstrukte in die 
Knorpeldefekte auf (MORIYA et al. 2007, BRUN et al. 2008, LAPRADE et al. 2008).  
Besonders wichtig für die Übertragung der einwirkenden mechanischen Kräfte auf den 
Gelenkknorpel ist die mineralisierte Knorpelzone (Mineralisationszone), die die Verbindung 
zwischen Knorpel und Knochen darstellt. Die Herstellung eines zonalen Knorpelersatzgewebes bei 
dem sich die Mineralisation in vivo ohne längere In-vitro-Vorkultur auf die untere Zone beschränkt 
und es nicht zur Ausbildung von Knochengewebe kommt, konnte allerdings bisher nicht erreicht 
werden. Auch die Formstabilität der einzelnen Zonen bzw. des gesamten Konstrukts, welche wichtig 
für die Defektfüllung durch das T.E.-Konstrukt ist, stellt bisher häufig ein großes Problem dar 
(SHEEHY et al. 2013, NG et al. 2017).  
Im Folgenden wird die in dieser Arbeit gelungene Herstellung von zonalem Knorpelersatzgewebe 
hinsichtlich der Kombination von Biomaterial, Zellquelle und (Vor-)Kultivierungstechnik näher 
diskutiert. Des Weiteren wird ein Ausblick darüber gegeben, welche weiteren Untersuchungen 
notwendig sind, um die Entwicklung der in dieser Arbeit erfolgreich hergestellten zonalen Knorpel-
T.E.-Konstrukte weiter voran zu treiben. 
5.1 Bioprinting nicht-zonaler und zonaler starPEG/Heparin-Hydrogelen 
mit porzinen Zellen 
Um das Bioprinting von starPEG/Heparin-Hydrogelen mit porzinen Zellen zu etablieren, wurde in 
einem Vorversuch getestet, welche Konzentration an Zellen dafür optimal ist. Dabei zeigte sich, dass 
die maximal druckbare Zellkonzentration für pACs bei 10 x106 Zellen/ml und für pMSC bei 7,5 x106 
Zellen/ml lag. Da der Druckvorgang insgesamt sehr zeitaufwendig war und die Zellen mit 
fortschreitender Zeit bereits in den Lösungen (Biotinte) zu verklumpen begannen, wurde bei beiden 
Zellarten mit einer maximalen Konzentration von 7,5 x106 Zellen/ml gearbeitet. Damit sollte ein 
Verstopfen der Druckerpipetten während des Druckvorgangs und eine damit einhergehende 
ungleiche Polymerisation, verhindert werden. Mit dieser Zellkonzentration gelang es sowohl pAC- 
als auch pMSC-haltige starPEG/Heparin-Hydrogele herzustellen. Um eine gewisse Stabilität der 
gedruckten Hydrogele vor allem nach Ablösen von den Objektträgern zu erreichen, hat sich eine 
Dicke von 6 Schichten als optimal herausgestellt. 
Durch den Vergleich von gedruckten nicht-zonalen und zonalen starPEG/Heparin-Konstrukten mit 
gegossenen nicht-zonalen und zonalen starPEG/Heparin- bzw. Fibrin-Konstrukten sollte 
anschließend untersucht werden, ob das Bioprinting einen Vorteil gegenüber dem Gießen zeigt. 
Dafür wurden in einem ersten Schritt pACs in nicht-zonalen starPEG/Heparin-Hydrogel gedruckt 
sowie in starPEG/Heparin- bzw. Fibrin-Hydrogel gegossen und hinsichtlich der Zellverteilung im Gel 
und der Kollagen Typ II-Ablagerung miteinander verglichen. Die nachgewiesene gleichmäßige 
Verteilung der pACs im Hydrogel ist eine wichtige Voraussetzung für die gleichmäßige Ablagerung 
von hyaliner EZM, was wiederum wichtig für die gleichmäßige Bildung von Regenerationsgewebe 
innerhalb von Knorpeldefekten ist. Die vor allem perizelluläre Ablagerung dieses Kollagens innerhalb 
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der starPEG/Heparin-Hydrogele ist bereits aus früheren Studien bekannt und kann weder durch 
höhere Abbaubarkeit noch durch Aufrüstung des Gels mit funktionalen Peptiden in vitro überwunden 
werden (HESSE et al. 2018). Dabei kann die verminderte Fähigkeit von PEG für die Absorption von 
Proteinen ein Grund für die mangelhafte Verteilung der EZM innerhalb der Hydrogele sein 
(BERGSTRÖM et al. 1992, HESSE et al. 2018). Des Weiteren enthält der Heparin-Anteil dieses 
Trägermaterials hochsulfatierte Glykosaminoglykane (GAGs), die vermutlich einen molekularen 
Filter bilden (FREUDENBERG et al. 2016, LOHMANN et al. 2017). Dadurch gelangen 
Wachstumsfaktoren aus dem Medium, wie z.B. TGF-β, nur schwer in das Gel.  Die höhere Kollagen 
Typ II-Ablagerung am Rand der starPEG/Heparin-Hydrogele könnte mit der besseren Verfügbarkeit 
von Nährstoffen aus dem Medium in diesen Bereichen zu erklären sein. Bei einer In-vivo-Ausreifung 
von AC-besiedelten starPEG/Heparin konnte diese Limitierung allerdings überwunden werden, so 
dass das Hydrogel für die hier geplante Anwendung attraktiv war (HESSE et al. 2018). In Fibrin-
Hydrogelen hingegen stellte sowohl die Verteilung der synthetisierten Kollagenfasern als auch die 
Diffusion der Nährstoffe aus dem Medium bis zur Mitte des Gels auch in vitro kein Problem dar. 
Allerdings kontrahierten die Fibrin-Gele, was zu einer Verringerung des Konstrukt-Volumens sowie 
zu einer Erhöhung der Zelldichte aber auch zur Forminstabilität führte. Das Bioprinting von 
Fibrinhydrogelen ist bislang technisch nicht realisierbar. 
Unterschiedliche Ablagerungsmuster von Kollagen Typ II in den gedruckten, verglichen mit den 
gegossenen starPEG/Heparin-Hydrogelen lag wahrscheinlich daran, dass beim Druckvorgang 
einzelne kleine Tröpfchen des Gels neben und aufeinander platziert wurden und dabei unabhängig 
voneinander polymerisierten, was zur Bildung von Grenzschichten innerhalb der Gele führte. Diese 
sind in den histologischen Bildern teilweise sichtbar (Pfeile in Abbildung 4.7). Durch die 
anschließende Produktion von EZM verteilte sich diese nicht nur perizellulär, wie in den gegossenen 
Gelen, sondern auch entlang dieser Grenzen. Dies stellt einen Vorteil des Bioprintings gegenüber 
dem Gießen von starPEG/Heparin-Hydrogelen zur In-vitro-Herstellung zonaler Knorpelkonstrukte 
dar. Anhand der histologischen Bilder wird allerdings vermutet, dass die Produktion von Kollagen 
Typ II nach spätestens 2 Wochen sowohl in den gedruckten als auch in den gegossenen 
starPEG/Heparin-Hydrogelen zu stagnieren begann, da keine vermehrte Ablagerung nach 4 
Wochen histologisch zu erkennen war. Dies lag vermutlich an der perizellulären Akkumulation der 
EZM und dem dadurch fehlenden Stimulus für die Zellen weitere EZM zu produzieren. Die vereinzelt 
perizellulär in den gedruckten und gegossenen starPEG/Heparin-Hydrogelen nachgewiesene 
Aktivität der ALP ist vermutlich auf eine sehr geringe Kontamination mit anderen Zellen (MSC, 
Osteoblasten) während der Zellgewinnung aus dem Spendergewebe zurückzuführen. 
In einem zweiten Schritt wurden nun pMSC in starPEG/Heparin-Hydrogel gedruckt und in 
starPEG/Heparin-Hydrogel sowie Fibrin-Hydrogel gegossen und hinsichtlich der Ablagerung von 
Kollagen Typ II sowie der ALP-Aktivität miteinander verglichen. Innerhalb dieser nicht-zonalen 
gedruckten pMSC-haltigen starPEG/Heparin-Hydrogele zeigte sich, dass keine Ablagerung von 
Kollagen Typ II stattgefunden hat. Auch eine Aktivität der ALP, wie sie während der hypertrophen 
Differenzierung dieser Zellen normalerweise auftritt, wurde nicht nachgewiesen. Da die Mehrheit der 
Zellen in den Gelen den Druckvorgang nachweislich überlebte, schien die chondrogene 
Differenzierung bzw. die Ablagerung von hyaliner EZM negativ beeinflusst worden zu sein. Da dies 
sowohl gedruckte als auch gegossene starPEG/Heparin-Hydrogele betraf, konnte eine hohe 
mechanische Belastung der Zellen durch den Druckvorgang als Ursache ausgeschlossen werden. 
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Auch eine mangelnde Differenzierungsfähigkeit der Spenderzellen ist aufgrund der nachweislich 
starken Differenzierung in den Fibrin-Hydrogelen nicht ursächlich. Da auch durch die 
Supplementierung des chondrogenen Mediums mit einem erhöhten FCS-Anteil bzw. mit BMP-6 
keine bis nur eine sehr gering erhöhte Matrixproduktion der pMSC in gedruckten und gegossenen 
starPEG/Heparin-Hydrogelen bewirkt werden konnte, schien das Trägermaterial selbst negativ auf 
die Entwicklung der pMSC zu wirken, da FCS sowie BMPs nachweislich die chondrogene 
Differenzierung von MSC fördern (ROARK und GREER 1994, YOKOYAMA et al. 2008). 
In einem letzten Schritt erfolgte der Vergleich zwischen zonalen Konstrukten mit einer oberen pAC-
haltigen Zone aus gedrucktem oder gegossenem starPEG/Heparin-Hydrogel und einer unteren 
pMSC-haltigen Zone aus gedrucktem oder gegossenem starPEG/Heparin- bzw. Fibrin-Hydrogel. 
Innerhalb der oberen pAC-haltigen Zone der gedruckten zonalen starPEG/Heparin-Konstrukte war 
die Verteilung von Kollagen Typ II stärker und homogener nachweisbar verglichen mit den 
gegossenen starPEG/Heparin- und Fibrin-Konstrukten. Dies könnte auf den Einfluss der Co-Kultur 
mit den pMSC zurück zu führen sein. Es wurde bereits vermutet, dass MSC Wachstumsfaktoren 
und Zytokine sezernieren (TGF-, BMP, IGF, etc.), die eine positive Wirkung auf die 
Redifferenzierung von ACs haben (SEKIYA et al. 2002, TSUCHIYA et al. 2004, WU et al. 2011). 
Das starPEG/Heparin-Trägermaterial ähnelt mit seinem Heparin-Anteil den hochsulfatierten 
Glykosaminoglykanen, die im Knorpel vorkommen (FREUDENBERG et al. 2016, LOHMANN et al. 
2017). Diese dienen als molekularer Filter und könnten so Faktoren wie Zytokine, 
Wachstumsfaktoren und andere Stoffe abgeschirmt und so den fördernden Effekt auf die pACs in 
der oberen Zone unterbunden haben. Wahrscheinlich lässt sich dieser hemmende Effekt durch den 
speziellen Aufbau des gedruckten starPEG/Heparin-Gels wieder ausgleichen. Denn durch die 
Anordnung der einzelnen Hydrogel-Tropfen während des Druckvorgangs ist eine bessere Verteilung 
des Mediums und der darin befindlichen, von den pMSC sezernierten Stoffe innerhalb der 
gedruckten Konstrukte besser möglich. Dies würde auch den Nachweis einer ALP-Aktivität in der 
unteren pMSC-haltigen Zone der gegossenen starPEG/Heparin-Konstrukte erklären. Es wurde 
bereits nachgewiesen, dass bei einer Co-Kultur die ACs die Hypertrophie der MSC durch 
sezerniertes Parathyroid-hormon-releasing protein (PTHrP) unterdrücken (FISCHER et al. 2010). 
Gelangt das PTHrP im gegossenen starPEG/Heparin-Gel nicht zu den pMSC, wird die hypertrophe 
Differenzierung auch nicht gehemmt. Die Kollagen Typ II-Färbung der zonalen Konstrukte zeigte, 
dass die pMSC in gedruckten und gegossenen starPEG/Heparin-Hydrogel, wie bereits bei den nicht-
zonalen Konstrukten beobachtet werden konnte, scheinbar nur wenig bis gar keine hyaline EZM 
ablagern. 
Daraus ergibt sich die Einschätzung, dass für weiterführende Versuche das starPEG/Heparin als 
Trägermaterial für die pMSC-haltige Schicht, unabhängig von der Herstellungsart, nicht geeignet ist, 
da es anscheinend die Chondrogenese der Zellen behindert. Durch die Wirkung als molekularer 
Filter eignet es sich allerdings für die Herstellung einer oberen pAC-haltigen Schicht, da es die 
antihypertrophe Wirkung der pACs auf die pMSC verhindern könnte, die für die Generierung einer 
mineralisierten Knorpelschicht notwendig ist. Da davon ausgegangen werden kann, dass sich durch 
die Anordnung der einzelnen Hydrogel-Tropfen beim Bioprinting nicht nur das Kollagen Typ II, 
sondern auch die von den pACs sezernierten Zytokine besser verteilen, wäre dies für einen zonalen 
Aufbau mit einer angrenzenden pMSC-haltigen Schicht eher nachteilig. Da so ein antihypertropher 
Effekt auf die pMSC und die damit verbundene negative Beeinflussung der Mineralisation dieser 
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Zone vermutet werden kann, bietet das Bioprinting von zonalen Knorpelkonstrukten mit 
starPEG/Heparin-Hydrogel momentan keinen Vorteil gegenüber dem Gießen. 
5.2 Etablierung der Herstellung selbstkondensierender formstabiler 
Knorpelscheiben aus pMSC 
Aufgrund der Erkenntnis, dass starPEG/Heparin als Trägermaterial für die pMSC-haltige Schicht 
zonaler Knorpelkonstrukte nicht geeignet ist, sollten Biomaterial-freie Knorpelscheiben als 
Alternative eingesetzt werden. Solche Knorpelscheiben konnten bereits aus MSC mittels der 
Transwell-Kultur hergestellt werden und zeigten eine höhere Kollagen Typ 2- und Aggrecan-
Expression verglichen mit der Pelletkultur (MURDOCH et al. 2007). 
Die Etablierung der Herstellung solcher Knorpelscheiben zeigt, dass von den pMSC unter 
chondrogenen Bedingungen ausreichend EZM gebildet wird um auch ohne Trägermaterial ein 
stabiles Knorpelgewebe zu generieren. Allerdings stellte die frühe Kontraktion dieser Scheiben 
anfangs ein großes Problem dar. Durch die hohe Zelldichte in der TWK ist eine Zell-Zell- und Zell-
Matrix-Wechselwirkung gewährleistet, die die Kontraktion von MSC initiieren (FELL 1925). Bereits 
NG et al. (2016) beschreiben, dass in einigen Fällen keine Scheiben aus MSC gewonnen werden 
können. Außerdem zeigten sie, dass sich hohe Zellkonzentrationen eher negativ auf die 
Scheibenbildung auswirken (NG et al. 2016). Um einer Kontraktion entgegen zu wirken schlagen 
TEW et al. vor durch einen zusätzlichen Waschschritt jegliche Reste von FCS aus der Zelllösung zu 
entfernen, bevor diese zur Generierung von Knorpelscheiben verwendet wird (TEW et al. 2008). 
FCS ist ein Bestandteil des Expansionsmediums für MSC und enthält eine Vielzahl unbekannter 
Proteine, wie Wachstumsfaktoren und Zytokine, die ein potentiellen Einfluss auf die Kontraktion der 
MSC haben können. Allerdings zeigte der Teilversuch 2 dass durch Ausschluss des FCS eine 
Kontraktion nicht immer verhindert werden konnte. Trotzdem wurde der separate Waschschritt zur 
Entfernung des FCS auch bei den folgenden Teilversuchen beibehalten, um das Risiko der 
Kontraktion zu vermindern. 
TGF-β spielt bei der Zellkondensation, welche einen frühen Vorgang bei der Chondrogenese 
darstellt, eine wichtige Rolle. Es ist ein wichtiger Signalgeber während der Embryonalentwicklung 
und stimuliert die Synthese von Fibronectin, welches wiederum wichtige für den 
Kondensationsprozess ist. Demnach könnte das im Medium enthaltene TGF-β ein weiterer Auslöser 
für die Kontraktion der Knorpelscheiben sein (DELISE et al. 2000, TULI et al. 2003). Die Teilversuche 
3 und 4 mit unterschiedlichen TGF-β-Konzentrationen ergaben, dass ein Verzicht auf den 
Wachstumsfaktor über die ersten drei Tage der chondrogenen Kultivierung eine Kontraktion 
verhindert. Dies hat sich hinsichtlich der Produktion von hyaliner EZM und der hypertrophen 
Differenzierung sowie der Scheibenentstehung nicht nachteilig ausgewirkt, weshalb dieses 
Verfahren auch in den folgenden Versuchen weiter angewendet wurde. Außerdem wurde vermutet, 
dass die Zentrifugation der Zellen im TW-Insert und die damit verbundene Verdichtung der Zellen 
die Kontraktion fördert. Da eine fehlende Zentrifugation sich nicht negativ auf die Bildung der 
Knorpelscheiben auswirkte, wurde auch darauf in den folgenden Versuchen verzichtet. Ein 
vermutlich weiterer wichtiger Faktor für die erfolgreiche Herstellung formstabiler Knorpelscheiben 
wird im routinierten und damit schnellen Handling der Zellen während der Generierung vermutet. 




Die erfolgreiche Produktion von formstabilen selbstgenerierenden Knorpelscheiben, die eine 
Proteoglykan- und Kollagen Typ II-reiche EZM aufwiesen und eine hypertrophe Differenzierung 
durchliefen, schien sich optimal für die untere Zone eines zonalen Knorpel-Konstrukts zu eignen. 
Allerdings war für die Herstellung einer solchen Scheibe eine chondrogene Vorkultur von 3 Wochen 
zwingend nötig. In Teilversuch 5 konnte gezeigt werden, dass bei einer Verringerung dieser 
Vorkultur-Zeit auf 2 Wochen dünnere, instabilere Scheiben mit scheinbar proteoglykan-ärmerer 
Matrix entstanden (Abbildung 4.15). Dies deckt sich mit den Ergebnissen der Studie von MURDOCH 
et. al., die beschreiben, dass es innerhalb der ersten Woche der TWK zu einer starken 
Zellproliferation und chondrogenen Differenzierung kommt (MURDOCH et al. 2007). Nach Tag 14 
war das Kollagennetzwerk bereits gut ausgebildet, während die stetige Produktion von 
Proteoglykanen bis Tag 28 anhielt. Durch die geringe Menge an Proteoglykanen war demnach nach 
2 Wochen TWK die Wasserbindekapazität der EZM noch zu gering, um stabile und elastische 
Scheiben zu bilden. 
5.3 Effekte verschiedener Mineralisationsmedien auf die 
Matrixablagerung von pMSC in Knorpelscheiben 
Da zum Zeitpunkt dieser Arbeit keine publizierten Daten verfügbar waren, wie eine Mineralisation 
von aus pMSC generierten Knorpelscheiben zu erreichen war, wurden verschiedene gängige 
Mineralisationsmedien untersucht. Die Zeitpunkte wurden aufgrund der Ergebnisse einer Studie von 
SCOTTI et al. festgelegt, die besagen, dass unter In-vivo-Bedingungen die Mineralisation von 
humanen Knorpelscheiben nach 4 Wochen noch mangelhaft und nach 8 Wochen fast vollständig 
erfolgt war (SCOTTI et al. 2010). 
Sowohl makroskopisch als auch in den histologischen Bildern war deutlich erkennbar, dass die 
Mineralisationskultur unabhängig vom Medium dazu führte, dass weniger EZM von den Zellen 
abgelagert wurde, verglichen mit der nicht-mineralisierenden Kontrollkultur (CHO). Dies zeigte sich 
auch in den messbar dickeren Scheiben der Kontrollgruppe (CHO), und ist wohl auf die Abwesenheit 
von TGF-β als Stimulator der Matrixproduktion zurück zu führen. Anhand des Vergleichs zu den 
histologischen Bildern der Knorpelscheiben nach 3 Wochen chondrogener Vorkultur konnte gezeigt 
werden, dass die Ablagerung von Kollagen Typ II während der Mineralisationskultur über 4, 6 und 8 
Wochen unverändert blieb. Allerdings zeigten die Scheiben der Gruppen OM + FCS und OM – FCS 
einen deutlich erkennbaren Verlust an Glykosaminoglykanen bereits nach 4 Wochen Mineralisation. 
Dies ist erklärbar mit dem Wachstumsfaktor-ähnlichen Charakter von Insulin, welches an den IGF-
1-Rezeptor bindet und diesen so aktiviert. Von IGF-1, das ebenfalls an diesen Rezeptor bindet, ist 
wiederum bekannt, dass es die Chondrogenese verbessert (WORSTER et al. 2001, LONGOBARDI 
et al. 2006, UEBERSAX et al. 2008). Da diese beiden Medien kein ITS und somit kein Insulin 
enthielten, wurde scheinbar weniger Proteoglykan gebildet. So konnte der Verlust über das Medium 
nicht mehr ausgeglichen werden. Besonders in der Gruppe OM – FCS schien der 
Proteoglykanverlust besonders stark, was auf die zusätzliche Abwesenheit von FCS als Lieferant 
unbestimmter Wachstumsfaktoren und Zytokine zurückzuführen sein könnte. Da die Produktion 
einer hyalinen EZM wichtig für die Funktionen eines Knorpel-T.E.-Konstrukts ist, zeigen diese 
Ergebnisse bereits, dass die Medien OM + FCS und OM – FCS ungeeignet für die In-vitro-
Mineralisationskultivierung der unteren Zone von zonalen Konstrukten sind. 
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Hinsichtlich des Mineralisationsgrades und der Verteilung der Kalziumablagerung im Querschnitt 
waren keine wesentlichen Unterschiede erkennbar, weshalb dadurch keine Aussage über die 
Auswahl des besten Mineralisationsmedium für die porzinen Knorpelscheiben getroffen werden 
konnte. Allerdings kann bei den histologischen Untersuchungen immer nur der Querschnitt aus 
einem bestimmten Bereich beurteilt werden. Diese Methode lässt somit keine generelle 
Einschätzung über das gesamte Konstrukt zu. Da eine 15- 20 %ige Mineralisation für In-vitro-
Kulturen als ausreichend angenommen wurde und aufgrund vorangegangener Erfahrungen 
innerhalb der Arbeitsgruppe davon ausgegangen wurde, dass die Mineralisation in vivo deutlich 
schneller abläuft, wurde der 6 Wochen-Zeitpunkt als Untersuchungszeitpunkt für zukünftige zonale 
Konstrukte ausgewählt. Eine Mineralisation der Knorpelscheiben in der Kontrollgruppe fand nicht 
statt, was bekräftigt, dass abgelagerte EZM nur unter der Anwesenheit einer Phosphatquelle 
mineralisiert (BRUCKNER et al. 1989). Als Phosphatquelle der Mineralisationsmedien diente hier β-
Glycerolphosphat. 
Die Untersuchung auf die Aktivität der ALP und die Ablagerung von Kollagen Typ X zeigte, dass alle 
Medien eine hypertrophe Differenzierung der Zellen zuließen. Während die Verteilung der ALP-
Aktivität keine Unterschiede zwischen den Gruppen erkennen ließ, konnte nur in den 
Knorpelscheiben der HM-Gruppe eine homogene Ablagerung von Kollagen Typ X nachgewiesen 
werden. Dies ist mit dem im HM enthaltenen L-Thyroxin zu erklären, welches nachweislich die 
Hypertrophie fördert und zu einer hohen Ablagerung von Kollagen Typ X führt (ALINI et al. 1996). 
Da Kollagen Typ X für die Bindung von Kalzium im hypertrophen Knorpel verantwortlich ist, ist diese 
homogene Verteilung Voraussetzung für eine ebenfalls homogene Mineralisation (KIRSCH und 
VON DER MARK 1991). Aufgrund der homogenen Kollagen Typ X-Verteilung sowie des starken 
Proteoglykangehalts auch nach 8 Wochen Mineralisationskultur, scheint HM optimal für die 
Versorgung der unteren Zone zonaler Knorpelkonstrukte. 
In allen Knorpelscheiben die in ITS-haltigen Medien kultiviert wurden (HM, CHO+β-G, CHO) war 
makroskopisch ein gewölbter Rand zu erkennen. Dies könnte an der höheren Proteoglykan-
Konzentration der EZM liegen, verglichen mit den Scheiben der OM + FCS- und OM – FCS-Gruppe, 
bei denen ein solcher Rand nicht beobachtet wurde. Proteoglykane besitzen eine hohe 
Wasserbindungskapazität (KEMPSON 1980). Durch das damit verbundene Aufquellen der 
Scheiben im Medium könnte eine solche geringe Wölbung hervorgerufen werden. Da sich der 
Durchmesser der Knorpelscheiben in allen Gruppen verglichen mit dem Ausgangsdurchmesser vor 
der Mineralisationskultur nicht veränderte und davon ausgegangen wird, dass eine Wölbung der 
Knorpelscheiben durch eine Kultur in den TW-Inserts verhindert werden kann, ist von einer 
Formstabilität der Scheiben während der gesamten In-vitro-Kultur auszugehen. Unter In-vivo-
Bedingungen dagegen geht man davon aus, dass die Randbildung durch das weniger wässrige 
Milieu verhindert wird. Damit würden sich mineralisierte Knorpelscheiben, generiert aus pMSC, als 
untere Zone eines bizonalen Knorpel-Konstrukts eignen. Abschließend lässt sich sagen, dass HM 
optimal für die Mineralisation von aus pMSC generierten Knorpelscheiben ist. 
5.4 Etablierung der Herstellung und In-vitro-Kultivierung der oberen 
Knorpelzone: EZM-Ablagerung und Formstabilität 
Zum Vergleich von starPEG/Heparin- mit Fibrin-Hydrogel als Trägermaterial für die obere pAC-
haltige Zone eines zonalen Knorpelersatzgewebes sollte zuerst die Herstellung und In-vitro-
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Kultivierung dieser Zone etabliert werden. Dazu wurde die TWK mit der KK hinsichtlich der 
Ablagerung von EZM sowie der Formstabilität verglichen. 
Während der Kultivierung von starPEG/Heparin-Hydrogelen kommt es durch die hohe 
Wasserbindekapazität des Biomaterials zu einer Quellung und somit zur Volumenvergrößerung, was 
sowohl makroskopisch erkennbar als auch anhand von Durchmesser und Dicke messbar war. 
Allerdings konnte eine starke Vergrößerung des Durchmessers der Gele durch die TWK verhindert 
werden. Die Vergrößerung des Durchmessers in der KK war dagegen signifikant gegenüber den 
Fibrin-Hydrogelen in KK, da hier die mechanische Begrenzung fehlte. Die geringe Vergrößerung 
gegenüber dem Ausgangsdurchmesser der starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogele in der TWK ist 
mit dem noch vorhandenen Schwelldruck nach Entnahme der Gele aus dem TW-Insert zu erklären. 
Hinsichtlich der Dickenzunahme durch Quellung der starPEG/Heparin-Hydrogele hatte die TWK 
keinen Einfluss gegenüber der KK. Allerdings zeigte sich, dass die KK von Fibrin-Hydrogelen zu 
einer geringen, nicht signifikanten Abnahme der Dicke der Gele führt. Dies könnte auf eine 
stabilisierende Wirkung der TWK gegenüber der Form von Fibrin-Hydrogel hindeuten. Die 
beobachtete Randbildung der Fibrin-Hydrogele in der TWK und der KK lässt sich auf die sehr 
schnelle Vernetzung des Gels während des Gießvorgangs in Kombination mit der relativ hohen 
Viskosität zurückführen. Eine Verdünnung der Fibrinogen- bzw. Thrombinlösung und der damit 
einhergehenden Verringerung der Viskosität ist möglich um ggf. eine solche Randbildung zu 
verhindern. Allerdings führt dies erfahrungsgemäß zu einer stärkeren Kontraktion und somit zu einer 
Formveränderung dieser Gele. 
Die vor allem im Randbereich zur Transwell-Membran stattfindende Kollagen Typ II-Ablagerung in 
den starPEG/Heparin-Hydrogelen in der TWK ist mit der besseren Versorgung dieses Bereichs mit 
chondrogenem Medium und damit mit TGF-β und unbestimmten Wachstumsfaktoren zu erklären. 
Vermutlich gelangen diese durch die bereits angesprochenen Eigenschaften des starPEG/Heparin-
Hydrogels nur schlecht zu den Zellen ins Innere des Gels, was zur Bildung eines Gradienten bei der 
Ablagerung von Kollagen Typ II führt. Die starPEG/Heparin-Gele der KK wurden von allen Seiten 
gleich gut mit Medium versorgt und zeigten dadurch eine homogenere aber trotzdem hauptsächlich 
randständige Verteilung dieses Kollagen-Typs. Sowohl in der TWK als auch in der KK der 
Fibrinhydrogele konnte eine gleichmäßige Kollagen Typ II-Ablagerung festgestellt werden.  
Eine Formstabilität der Konstrukte kann demnach mit beiden Hydrogel-Arten in der TWK mit 
geringen Einschränkungen erreicht werden, was diese vorteilhafter gegenüber der KK erscheinen 
lässt. Die Randbildung der Fibrin-Hydrogele während des Gießvorgangs ist allerdings nachteilig 
hinsichtlich der Generierung einer gewünschten Form. Diese Ergebnisse zeigten auch, dass das 
Fibrin-Hydrogel sowohl in der KK als auch in der TWK hinsichtlich der Ablagerung chondrogener 
EZM durch pACs besser geeignet ist, als das starPEG/Heparin-Hydrogel. 
5.5 In-vitro-Vergleich von starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogel zur 
Herstellung bizonaler Knorpelkonstrukte  
Für die Herstellung einer oberen pAC-haltigen Zone eines zonalen Knorpel-T.E.-Konstrukts erwies 
sich das starPEG/Heparin-Hydrogel bereits als geeignet. Allerdings konnte ebenfalls gezeigt 
werden, dass die pACs im Fibrin-Hydrogel deutlich mehr Kollagen Typ II ablagerten, verglichen mit 
den starPEG/Heparin-Hydrogel. Um zu untersuchen welches der beiden Hydrogele für die 
Herstellung der oberen Zone hinsichtlich ihrer Matrixablagerung, Formstabilität und der 
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Mineralisation der unteren Zone zu bevorzugen ist, wurden zonale Knorpel-T.E.-Konstrukte zuerst 
in vitro untersucht. Als untere Zone wurde dafür eine aus pMSC generierte Knorpelscheibe 
verwendet. 
Durch eine makroskopische und mikroskopische Beurteilung konnte bewiesen werden, dass durch 
die Verwendung einer Trägermaterial-freien Knorpelscheibe als untere Zone und einem pAC-
haltigen Hydrogel als obere Zone stabile zonale Konstrukte entstanden. Auch nach 6 Wochen TWK 
blieben beide Zonen fest miteinander verbunden. Durch die In-vitro-Kultivierung der zonalen 
Konstrukte in den TW-Inserts konnte eine Versorgung der beiden Zonen mit jeweils 
unterschiedlichen Medien erfolgen. Die Orientierung der beiden Zonen innerhalb des TW-Inserts 
wurde so gewählt, dass die pAC-haltigen Hydrogele direkt auf die Membran der Inserts gegossen 
und so von unten mit ausreichend chondrogenem Medium versorgt werden konnten. Dadurch waren 
sie vermutlich auch einem geringeren O2-Partialdruck ausgesetzt, wie es im nativen Knorpel 
ebenfalls der Fall ist. Die aus pMSC generierten Knorpelscheiben wurden auf die Hydrogele gelegt 
um sie so von oben mit einer geringeren Menge hypertrophem Medium versorgen zu können und 
einen ausreichenden O2-Partialdruck zu gewährleisten, da ein zu geringer O2-Partialdruck 
nachweislich die Hypertrophie hemmt (GAWLITTA et al. 2012). 
Hinsichtlich der Formstabilität wurde durch den Einsatz der TW-Inserts eine starke Zunahme des 
Durchmessers der starPEG/Heparin-Gele verhindert. Die nicht vermeidbare Dickenzunahme durch 
das Quellen der Gele führte entsprechend zu einem signifikant höheren Gesamtvolumen der 
starPEG/Heparin-Konstrukte verglichen mit den Fibrin-Konstrukten. Allerdings zeigte sich sowohl 
makroskopisch als auch mikroskopisch die bereits bei den nicht-zonalen Fibrin-Konstrukten 
aufgetretene Randbildung des Fibrins-Hydrogels. Diese ist hinsichtlich der Herstellung zonaler 
Konstrukte nachteilig, da dieser Rand seitlich über die Knorpelscheibe hinausreicht und diese so 
unterminiert. Die so entstandenen Ränder können allerdings durch Ausstanzen der Konstrukte 
entfernt werden, bevor diese in einen Knorpeldefekt eingesetzt werden. 
In beiden Zonen der starPEG/Heparin- und Fibrin-Konstrukte fand eine ausreichende Produktion 
hyaliner EZM statt. Dabei schien das Fibrin als Trägermaterial für die obere pAC-haltige Zone besser 
geeignet, da eine homogenere und scheinbar stärkere Ablagerung von Kollagen Typ II stattfand. 
Die in einigen Fibrin-Konstrukten aufgetretenen Bereiche mit geringer bis fehlenden Kollagen Typ II 
Ablagerung sind vermutlich eine Folge von mangelhafter Mischung der beiden Fibrinkomponenten 
während der Herstellung der Gele. Weder das starPEG/Heparin- noch das Fibrin-Hydrogel zeigten 
in vitro einen negativen Einfluss auf den während der Vorkultur aufgebauten Kollagen Typ II-Gehalt 
in der unteren pMSC-haltigen Schicht.  
Der histologische Nachweis der Kalziumablagerung mittels Alizarinrot zeigte, dass die Mineralisation 
innerhalb der starPEG/Heparin-Konstrukte sich auf die untere Zone beschränkte. Eine Co-Kultur 
von MSC und ACs führt normalerweise zu einer Unterdrückung der Hypertrophie während der 
Differenzierung der MSC (BIAN et al. 2011a, COOKE et al. 2011, HUBKA et al. 2014). Dies scheint 
unter anderem durch die chondrogene Vorkultur der aus pMSC generierten Knorpelscheiben 
verhindert worden zu sein. Dadurch wurde womöglich genügend hypertrophe EZM gebildet, so dass 
eine Mineralisation dieser Matrix auch unter Anwesenheit der pACs möglich war. Außerdem wird 
vermutet, dass das starPEG/Heparin einen molekularen Filter bilden könnte, welcher die 
antihypertrophen Faktoren, die von den pACs gebildet werden, abschirmt. Dies würde auch die 
scheinbar stärkere Ablagerung von Kollagen Typ X, die stärkere Aktivität der ALP sowie die stärkere 
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Mineralisation innerhalb der unteren Zone der starPEG/Heparin-Konstrukte, verglichen mit der 
unteren Zone der Fibrin-Konstrukte erklären. Außerdem ist das Heparin im starPEG/Heparin-
Hydrogel ähnlich dem Heparansulfat und dem Chondroitinsulfat von nativem Knorpel aufgebaut. 
Dadurch ahmt es endogene Proteoglykane nach, die vorteilhaft für die Differenzierung von ACs und 
somit für die Bildung von EZM sind (GARG et al. 2011). Durch die Verwendung des Fibrins fehlt 
dieser spezifische förderliche Einfluss wahrscheinlich. 
Innerhalb der oberen Zone der starPEG/Heparin-Konstrukte wurden Kollagen Typ X-positive 
Bereiche nachgewiesen. Da sich diese in allen Fällen auf den Übergangsbereich zwischen den 
beiden Zonen beschränkten und eine ALP-Aktivität in den betroffenen Bereichen nicht 
nachgewiesen werden konnte, ist es wahrscheinlich ein Hinweis darauf, dass eine Diffusion von 
Kollagen Typ X-Molekülen aus der unteren Zone stattgefunden hat. Kollagen Typ X ist kürzer als 
Kollagen Typ II (OLSEN et al. 1985). Aus diesem Grund ist die Diffusion von Kollagen Typ X im 
starPEG/Heparin-Hydrogel vermutlich besser möglich, als von Kollagen Typ II. Dass es hier nicht zu 
einer Mineralisation gekommen ist, ist allem Anschein nach ebenfalls durch die Anwesenheit der 
hoch-sulfatierten Heparin-Komponente des starPEG/Heparins zu erklären. Diese verhindert 
scheinbar die Nukleation des Hydroxylapatits und dessen Wachstum (CUERVO et al. 1973). Dabei 
scheint Kalzium von den negativ geladenen Sulfatgruppen gebunden zu werden und steht somit 
nicht mehr für die Bildung von Hydroxylapatit zur Verfügung (HUNTER et al. 1985). 
Die Ergebnisse beweisen, dass es möglich ist in vitro zonale Knorpelkonstrukte zu generieren, bei 
denen die Mineralisation auf die untere Zone begrenzt bleibt. Durch die TWK ist es möglich die 
Zonen mit unterschiedlichen Nährmedien zu versorgen um den Ansprüchen der Zellarten sowie der 
gewünschten Differenzierungsrichtung gerecht zu werden. Dabei scheint unter In-vitro-Bedingungen 
hinsichtlich der Formstabilität das Fibrin und hinsichtlich der Mineralisationsstärke der unteren Zone 
das starPEG/Heparin besser geeignet zu sein. 
 
5.6 In-vivo-Vergleich von starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogel zur 
Herstellung bizonaler Knorpelkonstrukte 
Für den potentiellen Einsatz der zonalen Knorpelkonstrukte zur Therapie von 
Knorpelvollschichtdefekten ist eine Untersuchung unter In-vivo-Bedingungen zwingend notwendig. 
Nur so kann festgestellt werden, ob die zonale Entwicklung weitgehend in vivo stattfinden kann um 
den hohen Zeitaufwand sowie die hohen Kosten einer vorangestellten In-vivo-Kultur zu umgehen. 
Dazu wurden sowohl starPEG/Heparin- als auch Fibrin-Konstrukte für 6 Wochen in SCID-Mäuse 
subkutan implantiert. Anschließend wurden diese hinsichtlich ihrer Matrixablagerung, Formstabilität 
und der Mineralisation der unteren Zone untersucht. Auch hier wurden dafür als untere Zone eine 
aus pMSC generierte, drei Wochen chondrogen vorkultivierte Knorpelscheibe verwendet. Die pAC-
haltigen Hydrogele erhielten keine Vorkultur.  
Die In-vivo-Kultur der zonalen Knorpelkonstrukte zeigte einen deutlichen Unterschied hinsichtlich 
der Größe des entstandenen Knorpelersatzgewebes. Es konnte nach der Explantation lediglich 
histologisch ein verbliebener Rest der oberen Fibrin-haltigen Zone nachgewiesen werden. Dies 
deutet an, dass der Abbau des Fibrins deutlich schneller stattfindet als die Ablagerung von hyaliner 
EZM durch die Chondrozyten voranschreitet. Es wurde bereits gezeigt, dass Fibringele schnell durch 
enzymatische Vorgänge in vivo abgebaut werden, wobei die Abbaurate durch die Fibrinogen-
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Konzentration beeinflusst werden kann (EYRICH et al. 2007). So wurde ein Fibrin-Gel mit 80 mg/ml 
Fibrinogen nach 2 Wochen zur Hälfte und nach 5-6 Wochen zu 80 % abgebaut (SILVERMAN et al. 
1999). Die hier verwendeten Fibrin-Gele enthielten eine Fibrinogen-Konzentration von 22,75 mg/ml, 
was zu einem weit schnelleren Abbau führen könnte. Eine höhere Konzentration an Fibrinogen 
konnte allerdings aufgrund der schnellen Vernetzung nicht verwendet werden, da die Herstellung 
einheitlicher Formen so nicht möglich gewesen wäre. Dies ist ein wesentlicher Nachteil der 
Verwendung von Fibrin als Trägermaterial in vivo. Trotz der 100 %igen Abbaubarkeit des 
starPEG/Heparin-Hydrogels verlief der Abbau bei diesen Konstrukten nicht so schnell, was für ein 
Gleichgewicht des Abbaus mit der Produktion von hyaliner EZM spricht und laut Hutmacher eine 
wichtige Eigenschaft eines Trägermaterials beim Knorpel-T.E. ist (HUTMACHER 2000). Bereits 
Hesse et al. konnten nachweisen, dass das starPEG/Heparin in vivo relativ resistent gegenüber der 
Einwanderung von Wirtszellen ist und so eingebettete Zellen ausreichend EZM bilden können bevor 
es zu einem Abbau des Trägermaterials kommt (HESSE et al. 2018). Durch das Fehlen einer 
formgebenden Umrandung, wie es in vitro in der TWK der Fall ist, konnte eine Vergrößerung des 
Durchmessers, der Dicke und damit des Gesamtvolumens der starPEG-Hydrogele in vivo nicht 
verhindert werden, was die Formstabilität negativ beeinflusst. Allerdings könnte dies bei einer 
potentiellen orthotopen Implantation von Vorteil sein. Da die Knorpelscheibe als untere Schicht 
formstabil bleibt und das starPEG/Heparin-Gel relativ weich ist, würde sich dieses aufgrund der 
seitlichen Begrenzung durch das native Gewebe lediglich in Richtung Gelenkoberfläche/Gelenkspalt 
ausdehnen (Zunahme der Dicke). Durch die Bewegungen des Kniegelenks und der dabei 
entstehenden Scherkräfte würde es so zu einer Verdichtung des Gels und der EZM kommen, die 
die Integration fördern könnte, ohne die gegenüberliegende Gelenkfläche zu schädigen. 
Auch unter In-vivo-Bedingungen fand in der oberen Zone der starPEG/Heparin- und Fibrin-
Konstrukte eine ausreichende Produktion hyaliner EZM statt. Das Fibrin schien ebenfalls eine 
homogenere und scheinbar stärkere Ablagerung von Kollagen Typ II zu begünstigen, verglichen mit 
dem starPEG/Heparin-Hydrogel. Die in einigen Fibrin-Konstrukten in vitro aufgetretenen Bereiche 
mit geringer bis fehlenden Kollagen Typ II Ablagerung waren auch in den In-vivo-Konstrukten zu 
finden, was die Theorie der mangelhaften Mischung der Fibrinkomponenten als Ursache bekräftigt. 
Auch in vivo zeigte sich, dass weder das starPEG/Heparin- noch das Fibrin-Hydrogel einen 
negativen Einfluss auf den Kollagen Typ II-Gehalt in der unteren pMSC-haltigen Schicht hatte. 
Der histologische Nachweis von Kalzium zeigte, dass die Mineralisation innerhalb der 
starPEG/Heparin-Konstrukte auf die untere Zone beschränkt blieb, während sich diese bei einigen 
Fibrin-Konstrukten auch auf die obere Zone ausbreitete. Ob dies durch hypertroph differenzierte 
Chondrozyten verursacht oder die Migration von MSC aus den Zellscheiben ursächlich war, bleibt 
weiter zu klären. Die betroffenen Bereiche waren auch im histologischen Nachweis, bis auf einen 
Fall, positiv auf Kollagen Typ X bzw. zeigten eine Aktivität der ALP, was die hypertrophe 
Differenzierung der dort befindlichen Zellen beweist. Der sehr schnelle Abbau des Fibrins könnte 
eine höhere Durchlässigkeit und somit eine Einwanderung von pMSC ermöglicht haben. 
Unabhängig von der Ursache bedeutet dieser Befund einen erheblichen Nachteil der Verwendung 
des Fibrin-Hydrogels für die obere Zone. 
Innerhalb der starPEG/Heparin-Konstrukte konnten, wie auch schon unter In-vitro-Bedingungen, 
Kollagen Typ X-positive aber ALP-negative Bereiche im Grenzbereich zur unteren Zone 
nachgewiesen werden, ohne dass eine entsprechende Mineralisation stattfand. Dies bekräftigt die 
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Annahme, dass es zu einer Diffusion von Kollagen Typ X in die obere Zone kommt und das 
starPEG/Heparin die Mineralisation durch die hochsulfatierte Heparin-Komponente verhindert. Es 
wurde vermutet, dass es unter In-vivo-Bedingungen durch die Verwendung von unterschiedlichen 
Materialien für zonale Konstrukte schnell zu einer Trennung der Phasen kommt (SCHEK et al. 2004). 
In diesem Fall wäre die Ausbildung eines solchen Kollagen (Typ X) -Netzwerks zwischen beiden 
Zonen von Vorteil, da so eine stabilere Verbindung gegeben und die Gefahr einer Trennung 
gemindert wäre. Verglichen mit dem Mineralisationsvolumen der zonalen In-vitro-Konstrukte, fand 
eine fast dreifach höhere Mineralisation unter In-vivo-Bedingungen statt. Dies liegt vermutlich an der 
besseren Versorgung der Konstrukte mit verschiedenen Faktoren, wie Wachstumsfaktoren, 
Zytokinen, u.Ä., durch den Organismus der Maus. Die stärkere Mineralisation der Fibrin-Konstrukte 
ist vermutlich auf den sehr schnellen Abbau der oberen pAC-haltigen Fibrinschicht zurück zu führen. 
Durch den damit geringen bis fehlenden antihypertrophen Einfluss der pACs könnte es 
gegebenenfalls zu einer stärkeren hypertrophen Differenzierung der pMSC und somit zu einer 
stärkeren Mineralisation kommen. Außerdem konnte die untere Zone durch den schnellen Abbau 
der oberen Zone besser versorgt werden. Dass der Unterschied zu den starPEG/Heparin-
Konstrukten trotzdem nicht signifikant ist, spricht wieder für die Theorie des molekularen Filters 
durch das starPEG/Heparin wodurch der antihypertrophe Effekt der pACs unterbunden wird. 
Histologisch sowie anhand der µ-CT-Bilder konnte in der unteren Zone wie gewünscht in beiden 
Konstruktarten kalzifizierter Knorpel aber keine Bildung von Knochengewebe festgestellt werden. 
Abschließend lässt sich sagen, dass das starPEG/Heparin-Hydrogel als Trägermaterial für die obere 
pAC-haltige Zone unter In-vivo-Bedingungen, aufgrund der Verhinderung der Mineralisation in der 
oberen Zone sowie der deutlich besseren Formstabilität, besser geeignet ist als Fibrin-Hydrogel. Die 
Ergebnisse beweisen, dass eine Mineralisation der unteren Zone sowie die Matrixablagerung in der 
oberen Zone eines bizonalen Knorpelersatzgewebes ohne vorherige In-vitro-Vorkultur unter der 
Verwendung des starPEG/Heparin-Hydrogels möglich ist. 
5.7 Fazit und Ausblick 
Abschließend lässt sich sagen, dass es möglich ist durch die Verwendung von selbstkondensierten 
pMSC-haltigen Knorpelscheiben als untere Zone, in Kombination mit einem Hydrogel als obere pAC-
haltige Zone, ein relativ formstabiles Knorpelersatzgewebe in vivo ausreifen zu lassen. Das beste 
Herstellungs-Design stellt dabei die TWK zur optimalen Versorgung der beiden Zonen mit jeweils 
unterschiedlichen Medien sowie der Beibehaltung der Form dar. Die Ausbildung des zonalen 
Aufbaus unter In-vivo-Bedingungen ist dabei abhängig von der verwendeten Hydrogel-Art. Das 
starPEG/Heparin ist als Trägermaterial für die obere Zone vorzuziehen, da es durch seine 
Eigenschaften den antihypertrophen Einfluss der pACs auf die pMSC möglicherweise unterbindet 
und die Mineralisation so auf die untere Zone beschränkt bleibt. Auch steht der Abbau des Gels 
dabei im Einklang mit dem Neuaufbau des Regenerationsgewebes. Die Herstellung eines solchen 
zonalen Knorpel-T.E.-Konstrukts mittels Bioprinting kann aufgrund des hohen technischen und 
zeitlichen Aufwands und der Tatsache, dass kein großer Vorteil gegenüber dem Gießen des 
starPEG/Heparin-Hydrogels nachgewiesen werden konnte, zum derzeitigen Zeitpunkt nicht 
empfohlen werden. Da die Mineralisation der unteren Zone und die Matrixablagerung der oberen 
Zone nachweislich komplett in vivo stattfinden kann, ist eine vorherige In-vitro-Kultur der zonalen 
Konstrukte nicht notwendig. Dies ist für eine zukünftige Therapie von Knorpeldefekten ein 
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wesentlicher Vorteil, da nach Entnahme der autologen Chondrozyten keine längere Wartezeit 
notwendig ist. Ein weiterer Vorteil ist außerdem, dass keine Wachstumsfaktoren unter In-vivo-
Bedingungen nötig sind um zonenspezifische Eigenschaften zu generieren. Diese sind hinsichtlich 
ihrer potentiellen systemischen Auswirkungen auf den Patienten noch nicht ausreichend untersucht 
und deshalb in den meisten Fällen nicht klinisch zugelassen. Bis zum klinischen Einsatz der Knorpel-
T.E.-Konstrukte sind allerdings weitere Untersuchungen zwingend erforderlich. Zur Überprüfung der 
vollständigen Remodellierung sind Langzeitversuche nötig. Darin muss untersucht werden, wann es 
zu einem kompletten Abbau des Hydrogels kommt und ob das entstandene Regenerationsgewebe 
über den gesamten Zeitraum hyalinartigen Charakter behält. Die Beibehaltung des zonalen Aufbaus 
ist für einen künftigen Therapieerfolg genauso wichtig wie eine Aufrechterhaltung der 
Mineralisationszone ohne Bildung von Knochengewebe. In einer dieser Arbeit angeschlossenen 
ektopen In-vivo-Langzeitstudie mit zonalen starPEG/Heparin- und Fibrin-Konstrukten über 12 
Wochen konnte bereits von Kunisch et al. gezeigt werden, dass es in der mineralisierten unteren 
Zone nicht zu einer Knochenbildung durch enchondrale Ossifikation kommt (KUNISCH et al. 2018). 
Ein nächster Schritt wäre die Transplantation eines solchen Knorpel-Konstrukts in entsprechende 
Defekte des Kniegelenks im Großtiermodell, wie z.B. des Minipigs. Dabei können die T.E.-
Konstrukte unter orthotopen Bedingungen untersucht werden. Neben der einwirkenden 
mechanischen Belastung kann so auch die Integrationsfähigkeit in einen Knorpel-Vollschichtdefekt 
sowie die orthotope In-vivo-Ausreifung überprüft werden. Erst nach erfolgreicher Austestung im 
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Einleitung 
Defekte des hyalinen artikulären Knorpels führen häufig zur Ausbildung einer Arthrose, weshalb 
deren Therapie überaus wichtig ist. Ein vielversprechender Ansatz dafür ist das Tissue Engineering 
(T.E.) eines zonal aufgebauten Knorpelkonstrukts. Für die Verbindung eines solchen Konstrukts mit 
dem subchondralen Knochen des nativen Gewebes ist eine untere mineralisierte Knorpelzone von 
besonderer Bedeutung. Bisher ist es nicht gelungen die Mineralisation in vivo ohne Bildung von 
Knochengewebe und ohne längere In-vitro-Vorkultivierung auf die untere Zone zu beschränken. Um 
eine ausreichende Produktion von Extrazellularmatrix (EZM) bis zur Defektfüllung gewährleisten zu 
können ist die Formstabilität eines solchen Konstrukts ebenfalls wichtig.  
 
Ziele der Untersuchung 
Ziel dieser Studie war es, ein formstabiles bizonales Knorpelersatzgewebe mit einer oberen 
hyalinartigen Zone und einer unteren hypertrophen Knorpelzone zu generieren, bei dem sich die 
Mineralisation in vitro und in vivo auf die untere Zone beschränkt und die Bildung von 
Knochengewebe verhindert wird. Außerdem sollte die zonale Entwicklung so weit wie möglich in 
vivo ohne längere vorherige In-vitro-Kultivierung von statten gehen. 
 
Tiere, Material und Methoden 
Für die Herstellung von Knorpel-T.E.-Konstrukten wurde das Bioprinting von porzinen artikulären 
Chondrozyten (pACs) und porzinen Mesenchymalen Stromazellen (pMSC) etabliert (pAC: n=3, 
pMSC: n=4). Anschließend wurden nicht-zonale und zonale gedruckte Konstrukte mit gegossenen 
Konstrukten verglichen. Als Trägermaterial wurde starPEG/Heparin- (7,5x106 Zellen/ml, 50 % 
abbaubar, gedruckt: 19 µl, gegossen: 30µl) bzw. Fibrin-Hydrogel (7,5x106 Zellen/ml, gegossen: 30 
µl) verwendet (nicht-zonal: n=2, zonal: n=3 bzw. 6). Als Alternative zum Einsatz eines Hydrogels für 
die untere Zone wurde die Herstellung Hydrogel-freier selbstkondensierter pMSC-Knorpelscheiben 
in der Transwellkultur (TWK) etabliert und ihr Potential zur hypertrophen Differenzierung untersucht. 
Anschließend wurde die In-vitro-Mineralisationskapazität der Knorpelscheiben (0,5x106 pMSC) 
mittels 5 verschiedenen Mineralisationsmedien über 4, 6 und 8 Wochen hinsichtlich der 
Mineralablagerung und des Erhalts der knorpeligen EZM getestet (n=6). Das Medium mit den besten 
Ergebnissen wurde für die In-vitro-Kultivierung der unteren Zone der zonalen Konstrukte verwendet. 
Zur Etablierung der In-vitro-Herstellung der oberen Zone wurden pAC-haltigen starPEG-Heparin- 
und Fibrin-Hydrogele in konventioneller und TW-Kultur über 6 Wochen chondrogen kultiviert (n=8/9). 
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Zonale Konstrukte, bestehend aus einer unteren Knorpelscheibe (0,5x106 pMSC) und einem oberen 
pAC-haltigen Hydrogel (45µl, 20x106 pACs) aus gegossenem starPEG/Heparin (100 % abbaubar) 
bzw. Fibrin reiften anschließend über 6 Wochen sowohl unter In-vitro-Bedingungen in der TWK als 
auch nach subkutaner Implantation in 9 Mäusen (CB17/Icr-Prkdcscid/IcrIcoCrl) aus (n=9). Dabei 
wurde die Formstabilität, die Ablagerung von Kollagen Typ II, die Hypertrophie, der 
Mineralisationsgrad sowie die Beschränkung der Mineralisation auf die untere Zone mittels 
Vermessungen der Form, histologischen Färbungen und µCT-Scans untersucht. Die statistische 
Auswertung erfolgte mittels Mann-Whitney-U Test mit anschließender Bonferroni-Korrektur (SPSS 
22.0.0.0). Als statistisch signifikant wurden dabei Signifikanzniveaus von p ≤ 0,05 angesehen. 
 
Ergebnisse 
Mittels Bioprinting von pMSC und pACs in starPEG/Heparin konnten stabile Hydrogele hergestellt 
werden. Das Bioprinting von starPEG/Heparin-Hydrogel zeigte allerdings keinen Vorteil gegenüber 
dem Gießen. Sowohl die gedruckten als auch gegossenen zonalen und nicht-zonalen Konstrukte 
zeigten eine mangelhafte Kollagen Typ II-Ablagerung der pMSC in starPEG/Heparin-Hydrogel. 
Fibrin-Hydrogel förderte die Kollagen Typ II-Ablagerung der pMSC, zeigte allerdings eine 
Kontraktion während der Kultivierung. Für die Herstellung von selbstkondensierten Knorpelscheiben 
aus pMSC als Alternative für die untere Zone hat sich das Waschen der Zellen in Phosphat-
gepufferter Salzlösung (PBS) nach Monolayerkultur, die Verwendung von 0,5x106Zellen pro 
Transwell-Insert gelöst in PBS, die Kultivierung in 0,5 ml chondrogenem Medium (CHO) ohne TGF-
β1 über die ersten 3 Tage im unteren Kompartiment und anschließender Kultivierung in 2 ml CHO 
mit 10 ng/ml TGF-β1 für weitere 18 Tage als optimal erwiesen. Mittels Kultivierung der 
Knorpelscheibe in Hypertrophen Medium konnte ein hoher Proteoglykangehalt und eine homogene 
Kollagen Typ X-Verteilung innerhalb der Knorpelscheiben erreicht werden. Für die in-vitro-
Kultivierung der pAC-haltigen starPEG/Heparin- und Fibrin-Hydrogele wurde in der TWK eine 
bessere Formstabilität erreicht als in der konventionellen Kultur. Innerhalb der zonalen Konstrukte 
erreicht das Fibrin-Hydrogel eine bessere Formstabilität sowie eine höhere Mineralisationsstärke 
der unteren Zone unter In-vitro-Bedingungen als das starPEG/Heparin. Unter In-vivo-Bedingungen 
blieb die Mineralisation nur bei den starPEG/Heparin-Konstrukten auf die untere Zone beschränk. 
Die obere Zone der Fibrin-Hydrogele wurde unter In-vivo-Bedingungen vor der Explantation zu 
einem Großteil abgebaut. Die Mineralisation der unteren Zone sowie die Matrixablagerung in der 
oberen Zone eines bizonalen Knorpelersatzgewebes ist ohne vorherige In-vitro-Vorkultur unter der 
Verwendung des starPEG/Heparin-Hydrogels in dieser Arbeit gelungen. 
 
Schlussfolgerung 
Die Herstellung eines relativ formstabilen bizonalen Knorpelersatzgewebes mit einer oberen 
hyalinartigen nicht-mineralisierten und einer unteren mineralisierten Zone ohne Ausbildung von 
Knochengewebe konnte in dieser Studie erreicht werden. Dabei eignet sich die aus pMSC generierte 
Knorpelscheibe als untere Zone. Für die obere Zone ist ein pAC-haltiges starPEG/Heparin-Hydrogel 
aufgrund seiner Eigenschaft, die eine Mineralisation unterbindet, besonders vielversprechend. 
Fibrin-Hydrogel erwies sich, aufgrund des zu schellen Abbaus in vivo, als ungeeignet für die obere 
Zone zonaler Konstrukte. Da die Mineralisation der unteren Zone und die Matrixablagerung der 
oberen Zone nachweislich komplett in vivo stattfinden kann, ist eine vorherige In-vitro-Kultur der 
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Introduction 
Defects in hyaline articular cartilage often lead to the formation of arthrosis. Therefore its therapy is 
very important. Tissue engineering (T.E.) of a zonal cartilage construct is a promising approach. A 
mineralized cartilage bottom zone is of particular importance for the connection of such constructs 
to the subchondral bone of the native tissue. But to limit the mineralization to the lower zone without 
formation of bone tissue in vivo and without long in vitro pre-cultivation of the constructs was not 
realized yet. In order to ensure a sufficient production of extracellular matrix (ECM) to the defect 
filling, the shape stability of such constructs is also important. 
 
Aims of the study 
The aim of this study was to generate a shape stable bizonal cartilage replacement tissue with an 
upper hyaline-like cartilage zone and a lower hypertrophic zone with mineralization limited to the 
bottom zone in vitro and in vivo and the prevention of formation of bone tissue. In addition, zonal 
development should be as much as possible in vivo without long prior in vitro cultivation. 
 
Animals, materials, methods 
Bioprinting of porcine articular chondrocytes (pACs) and porcine mesenchymal stromal cells (pMSC) 
has been established as a method of producing cartilage T.E. constructs (pAC: n= 3, pMSC: n= 4). 
Subsequently, both non-zonal and zonal printed and casted constructs were compared with each 
other. StarPEG/heparin (7.5x106 cells/ml, 50 % degradable, printed: 19 µl, casted: 30 µl) or fibrin 
hydrogel (7.5x106 cells/ml, casted: 30 µl) was used as biomaterial (non-zonal: n= 2, zonal: n= 3 
respectively 6). As an alternative to using a hydrogel for the bottom zone, the production of hydrogel-
free, self-condensed pMSC cartilage discs was established in transwell culture (TWK) and their 
potential for hypertrophic differentiation was analysed. The in vitro mineralization capacity of the 
cartilage discs (0.5x106 pMSC) was then tested with 5 different mineralisation media over 4, 6 and 
8 weeks with regard to mineral deposition and the preservation of the cartilaginous ECM (n= 6). The 
medium with the best results was used for in vitro cultivation of the bottom zone of zonal constructs. 
To establish the in vitro production of the upper zone, pAC-containing starPEG-heparin and fibrin 
hydrogels were cultivated chondrogenically in conventional and TW culture for 6 weeks (n = 8/9). 
Zonal constructs, consisting of a lower cartilage disc (0.5 x106 pMSC) and an upper pAC-containing 
zone (45µl, 20 x106 pACs) made of casted starPEG/heparin (100 % degradable) or fibrin hydrogel 
were matured for 6 weeks under in vitro conditions in TWK or after subcutaneous implantation in 9 
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mice (CB17/Icr-Prkdcscid/IcrIcoCrl) (n= 9). The shape stability, deposition of type II collagen, 
hypertrophy, degree of mineralization and the limitation of mineralization to the lower zone were 
analysed by means of measurements of the shape, histological staining and µCT scans. The 
statistical evaluation was carried out using the Mann-Whitney-U test with subsequent Bonferroni 




Stable hydrogels could be prepared using bioprinting of pMSC and pACs in starPEG/heparin. 
Bioprinting of starPEG/heparin hydrogel showed no advantage over casting. Both, the printed and 
casted zonal and non-zonal constructs showed deficient collagen type II deposition of pMSC in 
starPEG/heparin hydrogel. Fibrin hydrogel supported collagen type II deposition of pMSC but 
showed contraction during culture. For the preparation of self-condensed cartilage discs from pMSC 
as an alternative to the lower zone, washing the cells in phosphate buffered saline (PBS) after 
monolayer culture, using 0.5x106 cells per transwell insert dissolved in PBS, culturing in 0.5 ml 
chondrogenic medium (CHO) without TGF-β1 for the first 3 days in the lower compartment and 
subsequent culture in 2 ml CHO with 10 ng/ml TGF-β1 for the next 18 days proved to be optimal. By 
culturing the cartilage discs in hypertrophic medium, a high proteoglycan content and a 
homogeneous collagen type X distribution within the discs could be achieved. For the in vitro 
cultivation of the pAC-containing starPEG/heparin and fibrin hydrogels a better shape stability was 
achieved in the TWK compared to the conventional culture. Within the zonal constructs the fibrin 
hydrogel achieves better shape stability and higher mineralization of the bottom zone under vitro 
conditions compared to the starPEG/heparin. Under in vivo conditions, mineralisation was restricted 
to the bottom zone only in the starPEG/heparin constructs. The upper zone of fibrin hydrogels was 
largely degraded under in vivo conditions prior to explantation. The mineralization of the lower zone 
as well as the matrix deposition in the upper zone of a bizonal cartilage replacement tissue using the 
starPEG / heparin hydrogel was achieved in this study without prior in vitro preculture. 
 
Conclusion 
The production of a shape stable bizonal cartilage replacement tissue with an upper hyaline-like 
non-mineralized cartilage zone and a bottom zone of mineralized cartilage without formation of bone 
tissue is possible. The cartilage discs generated from pMSC are suitable as a bottom zone. For the 
upper zone, a pAC-containing starPEG/heparin hydrogel is particularly promising due to its property 
of inhibiting mineralization. Fibrin hydrogel proved to be unsuitable for the upper zone of zonal 
constructs due to its too rapid degradation in vivo. Prior in vitro culture of the zonal constructs is not 
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9.1 Methoden Bioprinting (zusätzliche Informationen) 
Die Behandlung der Deckgläschen, auf die das zellhaltige starPEG/Heparin-Hydrogel gedruckt 
wurde, erfolgte zuerst durch eine RCA-Reinigung (Radio Corporation of America). Hierbei wurden 
in einem ersten Schritt durch eine Lösung aus Ammoniumhydroxid, Wasserstoffperoxid und 
deionisiertes Wasser (DI-Wasser), in einem Verhältnis von 1:1:5, Partikel und organische 
Verunreinigungen entfernt. In einem zweiten Schritt wurden metallische Verunreinigungen durch 
eine Lösung aus Salzsäure, Wasserstoffperoxid und DI-Wasser, in einem Verhältnis von 1:1:6, 
entfernt. Anschließend erfolgte eine Beschichtung mit Aminosilan. Darauf wurden durch Spincoaten 
Polyethylen-alt-maleinsäureanhydrid (PEMA) aufgetragen. Diese so behandelten Deckgläschen 
wurden anschließend im Trockenofen getrocknet und nachfolgend mit 2-Aminoethylmaleimid 
beschichtet. Diese Behandlung gewährleistet eine optimale Anheftung der gedruckten 
starPEG/Heparin-Hydrogele an das Deckgläschen, wodurch ein mehrschichtiges Drucken des Gels 
möglich war. Die Behandlung der Deckgläschen wurde von Mitarbeitern des IPF Dresden 
durchgeführt. 
Der Durchmesser beider, für das Bioprinting verwendeten, Pipettenspitzen betrug 50 µm. Die beiden 
Hydrogelkomponenten wurden in Form von Spots auf das Deckgläschen aufgetragen. Dabei wurden 
von jeder Komponente 3 Tropfen pro Spot verwendet. Ein Tropfen beinhaltete dabei ein Volumen 
von 600 pl. Pro Schicht wurden 880 Spots aufgetragen, so dass das Gelvolumen einer Schicht 3,168 
µl betrug. 
Zu Beginn jedes Druckvorgangs wurde mittels eines Kamera-basierten Tests, die vom Drucker 
erzeugten Zellsuspensionstropfen auf Größe und Stabilität sowie der Austrittswinkel der Tropfen 
untersucht. Dies gewährleistete die korrekte Positionierung und Größe der Tropfen sowie die 
Herstellung eines gleichmäßigen Gels mit konstanter Zellkonzentration. Wurde vom Programm eine 
Abweichung festgestellt, wurde der Test einmalig wiederholt. Gab es auch hier Abweichungen, 
wurde der Druckvorgang abgebrochen und die Kanülen gespült. Dieser Vorgang musste nach 
manueller Resuspendierung der Zelllösung wiederholt werden. Wurden keine Abweichungen 
festgestellt, konnte der eigentliche Druckvorgang automatisch beginnen. 
Nach dem Drucken von 3 Schichten erfolgte ein Spülvorgang mit Reinstwasser um ein Verstopfen 
der Kanülen zu vermeiden. Die Dauer des Druckvorgangs betrug pro Schicht ca. 5 min. Während 
des gesamten Vorgangs wurde die Umgebungsluft im Druckergehäuse mit Wasserdampf auf 75 % 













9.2 Übersicht der Teilversuche zur Etablierung von Knorpelscheiben 
aus pMSC 
 
Abbildung 9.1 Ablaufschema zur Untersuchung des Einflusses von Zellzahl und 
Mediumvolumen auf die Herstellung von Knorpelscheiben aus pMSC -Teilversuch 1. pMSC in 
P3 wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur geerntet und in CHO resuspendiert. 1 bzw. 2 x106 
Zellen wurden in TW-Inserts gegeben und darin zentrifugiert. Anschließend wurden 0,5 bzw. 2 ml 
CHO in das untere Kompartiment gegeben. Der Mediumwechsel erfolgte dreimal wöchentlich über 
3 Wochen. 
 
Abbildung 9.2 Ablaufschema zur Untersuchung des Einflusses von FCS im Medium bei der 
Herstellung von Knorpelscheiben aus pMSC - Teilversuch 2. pMSC in P3 wurden nach 7 Tagen 
in Monolayerkultur geerntet, in PBS gewaschen und in CHO resuspendiert. 1 x106 Zellen wurden 
in TW-Inserts gegeben und darin zentrifugiert. Es folgte eine Kultivierung über 2 Tage mit 0,5 ml 
CHO bzw. CHO + FCS im unteren Kompartiment. Anschließend wurden die TWKen in 2 ml CHO 




Abbildung 9.3 Ablaufschema zur Untersuchung des Einflusses unterschiedlicher TGF β-
Konzentrationen im Medium des oberen und unteren Kompartiments der TW-Einheiten bei der 
Herstellung von Knorpelscheiben aus pMSC - Teilversuch 3. pMSC in P3 wurden nach 7 Tagen 
in Monolayerkultur geerntet, in PBS gewaschen und in CHO mit 10 ng/ml, 2 ng/ml, 0,5 ng/ml TGF-
β1 bzw. PBS resuspendiert. 1 x106 Zellen wurden in TW-Inserts gegeben und darin zentrifugiert. 
Es folgte eine Kultivierung über 3 Tage mit 0,5 ml CHO mit 10 ng/ml bzw. 0,5 ng/ml TGF-β1 im 
unteren Kompartiment. Anschließend wurden die TWKen in 2 ml CHO für weitere 18 Tage 




Abbildung 9.4 Ablaufschema zur Untersuchung des Einflusses der Kultivierung mit und ohne 
TGF-β im Medium bei der Herstellung von Knorpelscheiben aus pMSC -Teilversuch 4. pMSC in 
P3 wurden nach 7 Tagen in Monolayerkultur geerntet, in PBS gewaschen und resuspendiert. 0,5 
bzw. 1 x106 Zellen wurden in TW-Inserts gegeben und darin zentrifugiert bzw. nicht zentrifugiert. 
Es folgte eine Kultivierung über 3 Tage mit 0,5 ml CHO mit bzw. ohne TGF-β1 im unteren 
Kompartiment. Anschließend wurden die TWKen in 2 ml CHO für weitere 18 Tage kultiviert. Der 
Mediumwechsel erfolgte dreimal wöchentlich. 
 
Abbildung 9.5 Ablaufschema zur Untersuchung des Einflusses der Kultivierungszeit auf die 
Herstellung von Knorpelscheiben aus pMSC - Teilversuch 5. pMSC in P3 wurden nach 7 Tagen 
in Monolayerkultur geerntet, in PBS gewaschen und resuspendiert. 0,5 x106 Zellen wurden in TW-
Inserts gegeben. Es folgte eine Kultivierung über 3 Tage mit 0,5 ml CHO ohne TGF-β1 im unteren 
Kompartiment. Anschließend wurden die TWKen in 2 ml CHO für weitere 18 Tage kultiviert. Der 




Abbildung 9.6 Mineralisation zonaler Konstrukte in vitro und in vivo. Zonale Konstrukte mit einer 
oberen pAC-haltigen starPEG/Heparin (100 % abbaubar) - bzw. Fibrin-Zone (45 µl, 20 x106 
Zellen/ml) und einer unteren pMSC-haltigen Knorpelscheibe (3 Wochen chondrogen vorkultiviert) 
wurden nach 6 Wochen in vitro bzw. in vivo zur Beurteilung der Mineralisation mittels µCT gescannt, 
rekonstruiert und anschließend mittels 3-D-Analyseprogramm visualisiert. (n = 9) 
 
9.3 Materialien 
Tabelle 1 Chemikalien und Reagenzien 
Chemikalie/Reagenz Hersteller 
Aceton Merck KGaA, Darmstadt 
Alizarinrot Waldeck GmbH & Co.KG, Münster 
Amphotericin B Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Aquatex Merck KGaA, Darmstadt 
L-Ascorbinsäure-2-phosphat Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Bovines Serumalbumin (BSA) Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Dexamethason Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
DMEM high glucose (+ 4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat) 
Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
DMEM high glucose  Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
DMEM low glucose (+1,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat, +0,58 g/l L-Glutamin) 
Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
Dimethysulfoxid (DMSO) Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Eosin Chroma GmbH & Co KG, Münster 
Ethanol Merck KGaA, Darmstadt 
Essigsäure/Eisessig Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe 
Fast Green Merck KGaA, Darmstadt 
Fluorescein-Diacetat (FDA) Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
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Fötales Kälberserum/Fetal Calf serum (FCS) Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
FicollTM 400 GE Healthcare, Uppsala, Schweden 
L-Glutamin Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
β-Glycerolphosphat Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Hämalaun nach Mayer Chroma GmbH & Co KG, Münster 
Heparin-Natrium (25000 I.E.) Ratiopharm GmbH, Ulm 
Impact Vector Red Substrat Vector Laboratories, Burlingame, USA 
Indomethacin Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Isobutylmethylxanthin Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Isopropanol Merck KGaA, Darmstadt 
ITS-Premix Discovery Labware Inc., Bedford, USA 
L-Glutamin, 100x Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
β-Mercaptoethanol Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
Natriumchlorid Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe 
NBT/BCIP Stock Solution Roche, Basel, Schweiz 
NEAA (Non-essential amino acids), 100x Gibco, Life Technologies GmbH, Darmstadt 
Neo Mount® Merck KGaA, Darmstadt 
Ölrot-O-Lösung Chroma Gesellschaft mbH & Co., Münster 
Liquid blocker (PAP-Pen Mini) Science Service 
Paraffin Leica Mikrosysteme GmbH, Nussloch 
Paraformaldehyd (PFA) Merck KGaA, Darmstadt 
Penicillin (10.000 U/l)/Streptomycin (10.000 
µg/ml) 
Merck KGaA, Darmstadt 
Propidium Iodid (PI) Invitrogen AG, Carlsbad, USA 
Roti® Histol Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe 
Safranin-O Chroma GmbH & Co KG, Münster 
Salzsäure (HCl) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe 
Stickstoff, flüssig Air Liquide Deutschland GmbH, 
Ludwigshafen am Rhein 
Tris(hydroxymethyl)aminomethan (Tris) Merck KGaA, Darmstadt 
Trypanblau Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
TÜRKs Lösung Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
 
Tabelle 2 Puffer und Lösungen 
Puffer/Lösung  Zusammensetzung 
1 % BSA-Lösung 1g BSA/100 ml TBS 
5 % BSA-Lösung 5g BSA/100 ml PBS 
PBS (pH 7,5), 1x 8 g/l NaCl, 0,2 g/l KCl, 1,44 g/l Na2HPO4, 0,24 g/l KH2PO4 
PBS (pH 5,5) 8 g/l NaCl, 0,2 g/l KCl, 1,44 g/l Na2HPO4, 0,24 g/l KH2PO4, mit HCl auf 
pH 5,5 eingestellt 
4 % PFA-Lösung 40 g/l PFA in PBS 
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TBS (pH 7,6), 1x 60,7 g/l Tris, 87,65 g/l NaCl, mit 32 % HCl auf pH 7,6 einstellen 
Tris/HCl (pH 7,6) = 
Tris-Puffer 
50 mM Tris in 0,1N HCl 
 




DMEM high glucose (+4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat), 12,5 % ml FCS, 100 U/ml Penicillin, 100 
µg/ml Streptomycin, 2 mM L-Glutamin, 1x NEAA (Nicht-
essentielle Aminosäuren), 50 µM ß-Mercaptoethanol, 4 
ng/ml FGF-2 
Chondrogenes Medium (CHO) DMEM high glucose (+4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat, +0,58 g/l L-Glutamin), 100 U/ml Penicillin, 
100 µg/ml Streptomycin, 0,1 µM Dexamethason, 0,17 mM 
Ascorbinsäure-2-phosphat (A2P), 1 % ml Amphotericin B, 




DMEM low glucose (+1,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat, +0,58 g/l L-Glutamin), 10 % FCS, 100 
U/ml Penicillin, 100 µg/ml Streptomycin 
Kryokonservierungsmedium FCS, 10 % ml DMSO 
Osteogenes Medium mit FCS 
(OM+FCS) 
DMEM high glucose (+4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat, +0,58 g/l L-Glutamin), 10 % FCS, 0,1 µM 
Dexamethason, 0,17 mM A2P, 10 mM β-Glyceropholphat 
Osteogenes Medium ohne FCS 
(OM–FCS) 
DMEM high glucose (+4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat, +0,58 g/l L-Glutamin), 0,1 µM 
Dexamethason, 0,17 mM A2P, 10 mM β-Glycerophosphat 
Hypertrophes Medium (HM) DMEM high glucose (+4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat, +0,58 g/l L-Glutamin), 100 U/ml Penicillin, 
100 µg/ml Streptomycin, 100 µg/ml Natrium-Pyruvat, 40 
µg/ml L-Prolin, 50 µg/ml mg A2P, 4,7 µg/ml Linolsäure, 1,5 
mg/ml BSA, 1 nM Dexamethason, 1 nM L-Thyroxin, 10 
mM β-Glycerophosphat, 1 % ITS-Premix 
Chondrogenes Medium mit  
β-Glycerophosphat (CHO + β-G) 
DMEM high glucose (+4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 
Natriumpyruvat, +0,58 g/l L-Glutamin), 100 U/ml Penicillin, 
100 µg/ml Streptomycin, 0,1 µM Dexamethason, 1 % 
Amphotericin B, 0,17 mM A2P, 10 mM β-Glycerophosphat, 
1 % ITS-Premix 
Adipogenes Medium (AM) DMEM high glucose (+4,5 g/l Glucose, + 0,11 g/l 




100 µg/ml Streptomycin, 1 µM Dexamethason, 0,2 mM 
Indomethacin, 0,5 mM Isobutylmethylxanthin, 10 µg/ml 
Insulin 
 
Tabelle 4 Hydrogele 
Hydrogel Komponenten Hersteller 
starPEG/Heparin-Hydrogel 
(PEG = Polyethylenglcol) 












Tabelle 5 Färbelösungen 
Färbelösung Zusammensetzung 
Alizarinrot-Lösung, 0,5 % 0,5g in 100 ml Aqua dest. 
Eosin-Lösung, 1 % 1g Eosin/100 ml Aqua dest. + 1 Tropfen Eisessig 
Fast Green-Lösung, 0,04 % 0,04g in 100 ml Aqua dest. + 0,2 ml Eisessig 
FDA (Fluorescein-Diacetat)-PI (Propidium-
Iodid)-Lösung 
10µl FDA-Lösung (2 mg in 500 µl DMSO) 
5µl PI-Lösung (1 mg/ml), 985 µl PBS pH 7,4 
Hämalaun nach Mayer gebrauchsfertig 
Ölrot-O-Stammlösung, 0,5 % 0,5g Ölrot-O in 100 ml 99 % Isopropanol 
Ölrot-O-Gebrauchslösung 6 Teile Stammlösung + 4 Teile Aqua des. 
Safranin-O-Lösung, 0,2 % 0,2g in 100 ml Aqua dest. + 1ml Eisessig 
 
Tabelle 6 Wachstumsfaktoren 
Wachstumsfaktoren Hersteller 
Fibroblasten Wachstumsfaktor, basic (FGF-b) Active Bioscience GmbH, Hamburg 
Transformierender Wachstumsfaktor β1 (TGF-β1)  Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach 
 
Tabelle 7 Enzyme 
Enzym Verwendete Konzentration Hersteller 
Alkalische Phosphatase/ 
ABC-AP Staining-Kit 
 Vector Laboratories, 
Burlingame, USA 
Bovine Hyaluronidase 4 mg/ml in PBS, pH 5,5 (Histologie), Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
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0,1 mg/ml in PBS, pH 7,4 
(Zellisolation) 
Kollagenase B 1,5 mg/ml in PBS, pH 7,4 Roche, Basel, Schweiz 
Pepsin 4 mg/ml in 0,01N HCl Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Proteinase Typ XXIV 2 mg/ml in PBS Sigma-Aldrich, Taufkirchen 
Trypsin/EDTA 0,05 % Trypsin 
0,02 % EDTA 
Merck KgaA, Darmstadt 
 
Tabelle 8 Antikörper 
Antikörper Verdünnung Hersteller 
Primärantikörper:   
Kollagen II, Mouse IgG monoclonal 1:1000 verdünnt MP Biomedicals 




Goat-Anti-Mouse, IgG 1:500 verdünnt Jackson Immunoresearch 
Laboratories Inc., Baltimore, USA 
Bright Vision DPVB-AP (Kit) unverdünnt Immunologic, Duiven, Niederlande 
 
Tabelle 9 Tierarzneimittel 
Handelsname Wirkstoff Hersteller 
Antisedan® Atipamezolhydrochlorid Alvetra GmbH, Neumünster 
Bacillol® AF Propan-1-ol, Propan-2-ol, Ethanol Hartmann, Heidenheim 
Bepanthen® (Augensalbe) Dexpanthenol (5 %) Bayer AG, Leverkusen 





Ketamin Ketaminhydrochlorid (10 %) Betapharm, Augsburg 
0,9 % Natriumchlorid (NaCl) Natriumchlorid B.Braun, Melsungen 
 
Tabelle 10 Tierhaltungsmaterialien 
Material Hersteller 
Einstreu Ssniss GmbH, Soest 
Filterhauben Tecniplast DE GmbH, Hohenpeißenberg 
Gitterdeckel Tecniplast DE GmbH, Hohenpeißenberg 
Haferflocken ja, REWE, Wiener Neudorf, Österreich 
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Häuschen Tecniplast DE GmbH, Hohenpeißenberg 
Käfigschrank, ventiliert Tecniplast DE GmbH, Hohenpeißenberg 
Makrolonkäfige Tecniplast DE GmbH, Hohenpeißenberg 
Nagerfutter, steril Ssniff Spezialdiäten GmbH, Soest 
Naturkork Zoofachhandel Zoo&Co. 
Nestlets Plexx, Elst, Niederlande 
Papprollen Plexx, Elst, Niederlande 
Tränkeflaschen inkl. Kappen Tecniplast DE GmbH, Hohenpeißenberg 
 
Tabelle 11 OP-Materialien 
Material Hersteller 
Chirurgisches Nahtmaterial B.Braun, Melsungen 
Einweg-Kanülen Becton Dickinson, Frankling Lakes, USA 
Einwegskalpelle Feather, Osaka, Japan 
Einwegspritzen Becton Dickinson, Frankling Lakes, USA 
OP-Maske Lohmann & Rauscher International GmbH & Co. KG, 
Pengsdorf 
Tupfer Glas Fuhrmann GmbH, Hemsbach 
OP-Haube BSN Medical GmbH, Hamburg 
OP-Kittel 3M Health Care, Neuss 
Schermaschine, Isis Aesculap AG, Tuttlingen 
Sterile Handschuhe Ansell, Yarra City, Australien 
Sterile Einwegunterlagen (Foliodrape) Paul Hartmann AG, Heidenheim an der Brenz 
Wärmplatte (Hot plate 062) Labotect Labor-Technik-Göttingen GmbH 
 
Tabelle 12 Laborgeräte 
Laborgerät Hersteller 
Abzug Grittmann Laborbau, Heidelberg 
Bioprinter, Nanoplotter NP 2 Gesellschaft für Silizium-Mikrosysteme mbH 
(GESIM), Großerkmannsdorf 
Brutschrank, Heraeus Function Line Heraeus Instruments, Hanau 
Einfrierbox (Kryo-Safe TM) neoLab Migge GmbH, Heidelberg 
Feinwaage, Balance XS105 Mettler Toledo, Gießen 
Inkubationsbad (Zellkultur) Gesellschaft für Labortechnik mbH, Burgwedel 
Kühlschrank Liebherr, Bulle 
Lichtquelle für Fluoreszenzmikroskopie Leistungselektronik Jena GmbH, Jena 
Mikro-Computertomograph (Mikro-CT, µCT) 
Skyscan 1076 high resolution scanner 
Bruker mikroCT, Kontich, Belgien 
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Mikroskop Axioplan 2 imaging Carl Zeiss AG, Oberkochen 
Mikroskop Axiovert 25 Carl Zeiss AG, Oberkochen 
Mikroskop-Kamera AxioCamHRc Carl Zeiss AG, Oberkochen 
Mikroskop-Kamera AxioCamMRc Carl Zeiss AG, Oberkochen 
Neubauer Zählkammer (0,1 mm Tiefe, 0,025 
mm2) 
Brand GmbH & Co. KG, Wertheim am Main 
Objektträger-Strecktisch Medax GmbH & Co. KG, Neumünster 
Paraffinofen Heraeus 6000 Heraeus Instruments, Hanau 
Paraffinspender Leica EG 1120 Leica Biosystems, Nußloch 
Paraffinstreckbad Medax GmbH & Co. KG, Neumünster 
pH-Meter (PB-11) Sartorius AG, Göttingen 
Pipetten, Eppendorf Research Plus Eppendorf AG, Hamburg 
Pipettierhilfe Pipetboy acu 2 Integra Biosciences GmbH, Hudson USA 
Schlittenmikrotom Leica SM2000R Leica Biosystems, Nußloch 
Schüttler Kisker Biotech, Steinfurt 
Schüttler, Hybrid 2000 H. Saur Laborbedarf, Reutlingen 
Sterilwerkbank Hera Safe Heraeus Instruments, Hanau 
Stickstofftank Liquide Arpege 110 Cryopal, Bussy-Saint-Georges, Frankreich 
Tischzentrifuge Hettich Universal 320 Hettich GmbH, Tuttlingen 
Trockenofen Heraeus Function Line Heraeus Instruments, Hanau 
Ultratiefkühlschrank HERAfreeze™ HFU T Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Schüttelgerät Reax Top Heidolph Instruments, Schwabach 
 
Tabelle 13 Labormaterialien 
Labormaterial Hersteller 
Knochenmark-Biopsie-Kanüle Dispomed Witt oHG, Gelnhausen 
Deckgläser (Menzel-Gläser) Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Einweghandschuhe Ansell, Richmond, Australien 
Färbeküvetten Paul Marienfeld GmbH & Co. KG, Lauda-
Königshofen 
Foliodrape Abdecktücher Paul Hartmann AG, Heidenheim an der Brenz 
Kryo-Vials Neo-Lab, Migge GmbH, Heidelberg 
Messschieber Deuba GmbH & Co. KG, Merzig 
Mikroreaktionsgefäße Eppendorf AG, Hamburg 
Multiwellplatten Greiner Bio-One, Kremsmünster, Österreich 
Mr. Frosty™ Gefrierbehälter Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Nylonsieb, Falcon™ Cell strainer (40 µm) Corning, New York, USA 
Pipettenspitzen Corning, New York, USA 
Serologische Pipetten Corning, New York, USA 
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Silikonform (6,5 mm Durchmesser) Universitätsklinikum Würzburg, Abteilung für 
Funktionswerkstoffe der Medizin und der 
Zahnheilkunde (Spezialanfertigung) 
Silikonformen für die Histologie (2,5 x 2,5 cm) Leica Biosystems, Nußloch 
Sterilfilter (0,22 µm) Merck KGaA, Darmstadt 
Färbeeinsatz Paul Marienfeld GmbH & Co. KG, Lauda-
Königshofen 
SuperFrost Ultra Plus Adhäsionsobjektträger 
(Menzel-Gläser) 
Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Transwell-Inserts (6,5 mm, 0,4 µm 
Polycarbonatmembran) 
Corning, New York, USA 
Zellkulturflaschen (Easy flask, Nunc) Greiner Bio-One, Kremsmünster, Österreich 
Zentrifugenröhrchen (Cell star tubes) Greiner Bio-One, Kremsmünster, Österreich 
 
Tabelle 14 Software 
Programm Firma 
1076 Control software 2.6.0 Bruker GmbH, Kontich, Belgien 
Adobe Photoshop 7.0.1 Adobe Systems GmbH, München 
AxioVision 3.0 Carl Zeiss AG, Oberkochen 
CT-Analyser (CT-An) Bruker GmbH, Kontich, Belgien 
CTVox Bruker GmbH, Kontich, Belgien 
EndNote 7.4 Thomson Reuters, Toronto, Kanada 
Microsoft Office Professional Plus 2010 Excel 
Version 14.07 
Microsoft Corporation, Albuquerque, USA 
Microsoft Office Professional Plus 2010 Power 
Point Version 14.07 
Microsoft Corporation, Albuquerque, USA 
Microsoft Office Professional Plus 2010 Word 
Version 14.07 
Microsoft Corporation, Albuquerque, USA 
NPC 16 (Steuersoftware Nanoplotter) Gesellschaft für Silizium-Mikrosysteme mbH 
(GESIM), Großerkmannsdorf 
NRecon VR software, Version 1.6.3.2 Bruker GmbH, Kontich, Belgien 
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